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1  
1. Einleitung 
 
Respiratorische Erkrankungen bei Schweinen sind für die moderne Schweineproduktion 
von großer wirtschaftlicher Bedeutung. Insbesondere durch die Zunahme des 
Tierhandels und die regional zum Teil erheblich gestiegene Schweinedichte fand in den 
letzten Jahren eine weite Erregerverbreitung statt. Dabei liegen häufig Mischinfektionen 
mit verschiedenen viralen und/oder bakteriellen pneumopathogenen Erregern vor, deren 
Interaktionen eine erhebliche Bedeutung bei der Entstehung von 
Atemwegserkrankungen beigemessen wird. 
 
In diesem Zusammenhang sind zwei Krankheitskomplexe zu nennen. Der PRDC 
(porcine respiratory disease complex) stellt eine Erkrankung dar, die vornehmlich 
Mastschweine in einem Alter zwischen 16 - 22 Wochen betrifft und auf unterschiedliche 
Kombinationen viraler und bakterieller Erreger wie dem Porcine Reproductive and 
Respiratory Syndrome Virus (PRRSV), Influenzavirus A, Porcines Circovirus Typ 2 (PCV 
2), M. hyopneumoniae, A. pleuropneumoniae und P. multocida zurückgeführt wird 
(Halbur, 1998; Thacker, 2001). In erster Linie scheint die Erkrankung durch eine 
Infektion mit  PRRSV und M. hyopneumoniae verursacht zu werden, während weitere 
Erreger wie z.B. PCV 2 vermutlich eher eine untergeordnete Rolle spielen (Thacker & 
Thacker, 2000). Für die Proliferative und Nekrotisierende Pneumonie (PNP) konnte 
bislang noch kein primäres Agens ausgemacht werden. Während Drolet et al. (2003) 
das PRRSV als primären Erreger der PNP vermuten, sehen andere Forschergruppen 
die Ursache der Erkrankung in einer Ko-Infektion von PRRSV und PCV 2 (Pesch et al., 
2000; Segalés et al., 2004).  
 
Wildschweine spielen als Erregerreservoir bei der Verbreitung von Infektionskrankheiten 
wie der Klassischen Schweinepest oder der Aujeszkyschen Krankheit eine wichtige 
Rolle. Einige serologische Untersuchungen zum Vorkommen von verschiedenen 
porcinen Krankheitserregern bei Wildschweinen weisen auf Infektionen mit 
Atemwegserregern bei diesen Tieren hin. Nur wenige der Studien stammen jedoch aus 
2  
Deutschland und beziehen sich wenn auf einen verhältnismäßig kleinen Landesteil. 
Studien über direkte Erregernachweise oder gar klinische Erkrankungen sind rar. Somit 
ist die Bedeutung von Wildschweinen für die Verbreitung von respiratorischen 
Krankheitserregern weitgehend unklar und die Frage nach möglichen 
Übertragungswegen zwischen Haus- und Wildschweinen offen. 
  
Die vorliegende Arbeit verfolgt das Ziel, das Vorkommen von respiratorischen 
Krankheitserregern bei Wildschweinen in verschiedenen Regionen Deutschlands zu 
untersuchen. Im Gegensatz zu den bisher publizierten Prävalenzstudien bei 
Wildschweinen, die fast ausschließlich auf der serologischen Feststellung von 
Erregerprävalenzen zu einem bestimmten Zeitpunkt beruhen, wurde in der vorliegenden 
Arbeit Wert auf einen direkten Erregernachweis gelegt. So kann bei positivem Ergebnis 
mit großer Wahrscheinlichkeit von einer Infektion des Wildschweins zum Zeitpunkt der 
Probenentnahme ausgegangen werden. Zudem wurden einige Reviere im Abstand von 
ca. einem Jahr ein zweites Mal beprobt. Die Untersuchungen sollen dazu beitragen, die 
bislang nur spärlichen Informationen über Prävalenzen von Atemwegserregern bei 
Wildschweinen zu erweitern und Erkenntnisse über die Interaktionsfähigkeit der Erreger 
beim Wildschwein zu erlangen. Weitere wichtige Aspekte sind die Fragestellung nach 
der Reservoirfunktion des Wildschweins bezüglich porciner respiratorischer 
Krankheitserreger sowie nach der Ausbreitungsrichtung und den Übertragungswegen 
zwischen Haus- und Wildschweinen. 
3  
2. Literaturübersicht  
 
2.1 Respiratorische Krankheitserreger beim Schwein 
 
Atemwegserkrankungen beim Schwein treten im Rahmen spezifischer respiratorischer 
Erkrankungen oder im Verlauf von Allgemeinerkrankungen mit klinischer Manifestation 
am Respirationstrakt auf. Während Erreger wie PRRSV, Influenzavirus A, A. 
pleuropneumoniae, M. hyopneumoniae, P. multocida und B. bronchiseptica den 
spezifischen Atemwegserkrankungen zugeordnet werden können, werden H. parasuis 
und Streptokokken als Auslöser von Allgemeinerkrankungen mit Beteiligung 
verschiedener Organsysteme angesehen.  
Klinisch signifikante Erkrankungen sind allerdings selten die Folge einer Monoinfektion, 
sondern meist auf die Beteiligung mehrerer Krankheitserreger zurückzuführen. Häufig 
agieren Viren und Mykoplasmen durch eine Schwächung der lokalen und teilweise auch 
der systemischen Immunabwehr als Wegbereiter für eine bakterielle Sekundärinfektion. 
Respiratorische Erkrankungen sind zudem meist multifaktoriell bedingt und entstehen 
als Ergebnis einer Reihe komplexer Ereignisse, die sowohl durch infektiöse als auch 
durch Umwelt-, Management- und genetische Faktoren bestimmt werden (Christensen 
et al., 1999).  
Die Prävalenzen einiger respiratorisch relevanter Krankheitserreger in deutschen 
Hausschweinbeständen sind in Tabelle 1 dargestellt. 
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2.1.1 PRRSV 
 
2.1.1.1 Erregermerkmale 
Bei dem PRRSV (Porcine Reproductive and Respiratory Syndrom Virus) handelt es sich 
um ein einsträngiges, behülltes RNA-Virus, das dem Genus Arterivirus der Familie der 
Arteriviridae zugeordnet wird (Cavanagh, 1997). Von dem Virus existieren zwei 
unterschiedliche Genotypen, ein europäischer und ein amerikanischer (Wensvoort et al., 
1992; Bautista et al., 1993). Amerikanische und europäische Isolate  besitzen dabei 
lediglich eine genetische Übereinstimmung von 55 – 70 % (Meng et al., 1995; Morozov 
et al., 1995; Mardassi et al., 1994; Gagnon und Dea, 1998; Nelsen et al. 1999). 
 
Im Rahmen der Sequenzierung der ORFs (open reading frame) des PRRSV fällt eine 
ausgeprägte genetische Variabilität insbesondere innerhalb der amerikanischen (Magar 
et al., 1995; Kapur et al.,1996; Pirzadeh et al. 1998, Allende et al., 1999; Nelsen et al., 
1999; Goldberg et al., 2000), aber auch unter den europäischen Isolaten (Drew et 
al.,1997; Andreyev et al., 2000; Indik et al., 2000; Forsberg et al., 2001; Bignotti et al., 
2002; Forsberg et al., 2002; Schmoll et al., 2002; Stadejek et al., 2002, Pesch, 2003) 
auf. Zudem wurde das Vorkommen unterschiedlich virulenter PRRSV-Stämme 
beschrieben (Halbur et al., 1996a, b; Thanawongnuwech et al., 1998; Mengeling et al., 
1994, 1996, 1998; Park et al., 1996; Cheon & Chae, 2004; Johnson et al, 2004).  
 
Das PRRSV besitzt einen spezifischen Tropismus zu gut differenzierten Zellen des 
Monozyten / Makrophagen-Systems in der Lunge und in lymphatischen Geweben (Duan 
et al., 1997, Labarque et al., 2000; Vanderheijden et al., 2003). Es wurde vermutet, dass 
die Virusvermehrung in antigenpräsentierenden Zellen des Immunsystems, 
insbesondere in den Alveolarmakrophagen, zusammen mit der auftretenden Leukopenie 
zur Schwächung des unspezifischen Abwehrsystems führen und das Risiko für 
Sekundärinfektionen der Lunge erhöhen (Drew, 1999).  
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Das klinische Bild der PRRSV-Infektion ist sehr variabel, wobei subklinische Verläufe 
häufig sind (Zimmerman et al., 1997b). Als Besonderheit ist der wechselhafte 
Krankheitsverlauf bei an Pneumonie erkrankten Läuferschweinen zu nennen. Klinische 
Symptome beginnen bei den einzelnen Tieren nicht gleichzeitig, sondern scheinbar 
zufällig, bis zahlreiche Schweine der Stallabteilung oder Altersgruppe erkrankt sind. 
Nach einem wechselnden Verlauf über drei bis fünf Wochen sind fast alle betroffenen 
Tiere innerhalb weniger Tage fieberfrei und weisen ein ungestörtes Allgemeinbefinden 
auf. Wenige Tage nach einer scheinbar wirksamen antibiotischen Therapie erkranken 
die Tiere häufig erneut, und das wiederholt (Waldmann & Wendt, 2004). Von Terpstra et 
al. (1991) wurde erstmals das Vorkommen einer intrauterinen Infektion beschrieben. 
Das Infektionsrisiko steigt mit zunehmender Trächtigkeitsdauer, so dass eine Infektion 
im letzten Drittel der Trächtigkeit in der Regel auf alle Feten übergeht (Christianson et 
al., 1993, Lager et al., 1996). 
 
Immunglobuline der Klasse M können erstmals etwa fünf Tage p.i. nachgewiesen 
werden, die der Klasse G ab dem siebten bis zehnten Tag p.i. (Yoon et al., 1992; Joo et 
al., 1997). Neutralisierende Antikörper treten langsamer und erst zu einem späteren 
Zeitpunkt der Infektion, d.h. in der Regel etwa nach vier Wochen p.i. auf (Yoon et al., 
1994; Meier et al., 2000, 2003). Die Ergebnisse verschiedener Untersuchungen weisen 
allerdings darauf hin, dass weder die Antikörper aus der frühen Phase der Infektion 
(Yoon et al., 1994; Loemba et al., 1996; Molitor et al., 1997; Labarque et al., 2000; 
Snijder & Meulenberg, 2001), noch die neutralisierenden Antikörper (Wills et al., 1997c; 
Murtaugh et al., 2002) in der Lage sind, das Virus zu eliminieren und so einen Schutz 
vor der Infektion mit dem PRRSV zu gewährleisten.  
 
Die passive Immunität junger Schweine durch maternale Antikörper ist nur von kurzer 
Dauer, so dass Ferkel mit einem Alter von vier bis zehn Wochen für eine Infektion oder 
Reinfektion empfänglich sein können (Albina et a., 1994; Houben et al., 1995). Der 
progressive Verlust von Antikörpern bei immunkompetenten Schweine, zum Teil sechs 
Monate nach der Erstinfektion, weist auf eine ebenfalls nur kurze aktive Immunität hin 
(Ohlinger et al., 1992). 
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Die scheinbar bevorzugte Ausprägung von Krankheitssymptomen bei Ferkeln wurde mit 
dem so genannten antibody dependent enhancement (ADE) in Verbindung gebracht. 
Sinkt die Konzentration der maternalen Antikörper unter den protektiven Wert, kommt es 
zu einer Verschlimmerung der Infektion durch eine Antikörper vermittelte Aufnahme von 
Virus in die Makrophagen (Yoon et al., 1994; Shibata et al., 1998b).  
 
2.1.1.2 Epidemiologie  
Erste Beschreibungen des klinischen Bildes des PRRS in den USA und Kanada gehen 
ab 1987 auf Keffaber (1989) und Dea et al. (1990) zurück, während innerhalb Europas 
erste Krankheitsausbrüche im Jahr 1991 in Deutschland beschrieben wurden (Leyk, 
1991; Lindhaus & Lindhaus, 1991). Die Herkunft des PRRSV ist unklar. Eine Hypothese 
über den Ursprung des Virus besagt, dass eine Mutante eines nah mit dem PRRSV 
verwandten Arterivirus von Mäusen (Lactatdehydrogenase-Virus / LDHV) Wildschweine 
in Zentraleuropa infizierte, welche als Zwischenwirt dienten. 1912 sei das Virus dann 
über importierte, infizierte Wildschweine nach North Carolina gelangt, woraufhin es sich 
innerhalb der bestehenden Wildschweinpopulationen auf den zwei Kontinenten 
unabhängig voneinander weiterentwickelt habe, bis es 70 Jahre später in die 
Hausschweinpopulation gelangt sei (Plagemann, 2003). Hanada et al. (2005) hingegen 
nehmen an, dass das PRRSV von einem anderen Wirt um das Jahr 1980 herum auf 
Schweine übertragen wurde, und sich dann explosionsartig in der 
Hausschweinpopulation ausgebreitet hat. Heute können Antikörper gegen das PRRSV 
weltweit in den meisten Regionen mit intensiver Schweinehaltung nachgewiesen 
werden (Meredith, 1995). Die Einführung des amerikanischen PRRSV in Europa erfolgte 
durch den Einsatz von attenuiertem Lebendimpfstoff (Bøtner et al., 1997).  
 
Die Infektion mit dem PRRSV findet in der Regel durch Nasenkontakt und Aerosole 
(Terpstra et al., 1991) oder durch virushaltiges Ejakulat statt (Christopher-Hennings et 
al., 1995). Die Virusausscheidung erfolgt über Nasensekret, Speichel, Ejakulat, Milch, 
Harn und Faeces (Wills et al., 1997b; Senn et al., 1998). Um eine Virusübertragung zu 
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erreichen, ist in der Regel ein enger Tierkontakt erforderlich (Albina et al., 1994; Wills et 
al., 1997a, Torremorell et al., 1997).  
 
Für die Erregereinschleppung in einen Bestand stellt insbesondere der Zukauf infizierter 
Schweine ein hohes Risiko dar (Kramer et al., 1993; Mortensen et al., 2002). Auch die 
Impfung von Schweinen mit attenuiertem Lebendimpfstoff (Bøtner et al., 1997; 
Storgaard et al., 1999; Nielsen et al., 2002), sowie der Einsatz von kontaminiertem 
Sperma kann zur Einschleppung des Virus in einen Bestand führen (Christopher-
Hennings et al., 1995; Gradil et al., 1996; Mortensen et al., 2002). Da eine hohe Dichte 
an Schweinen und Schweinehaltungen die Verbreitung fördert (Geue, 1995; Mortensen 
et al., 2002), ist die Infektion in Regionen mit intensiver Schweinehaltung inzwischen 
endemisch (Kramer et al., 1993; Wensvoort et al., 1993; Geue, 1995; Loeffen, 1996). In 
solchen Gebieten wird eine Weiterverbreitung des Erregers mit dem Wind über 
Distanzen bis zu 3 km angenommen (Komijn, 1991; Blaha & Büker, 1995; Lager & 
Mengeling, 2000). Die Virusübertragung durch Aerosole tritt aufgrund der 
vorherrschenden klimatischen Bedingungen verstärkt in der Winterzeit auf (Komjin, 
1991), und ist vermutlich von der Virulenz des PRRSV-Isolates abhängig (Cho et al., 
2006, 2007).  
 
Im Sinne von biologischen Vektoren kommen Stockenten (Zimmerman et al., 1997a), 
Hausfliegen und Mosquitos (Otake et al., 2002b, 2003, 2004) als Überträger des 
PRRSV auf naive Schweine in Frage. Schurrer et al. (2004) fanden unter kontrollierten 
Feldbedingungen heraus, dass ein Transport von infektiösem PRRSV durch infizierte 
Fliegen über eine Distanz von bis zu 2,4 km möglich ist. Weitere mechanische Vektoren, 
die zur Verbreitung des PRRSV beitragen können, sind Transportfahrzeuge (Dee et al., 
2004), kontaminierte Nadeln und Arbeitsgegenstände wie Stiefel und Overalls (Otake et 
al., 2002a). In Studien bezüglich der Überlebensdauer von PRRSV in der Umgebung 
von Schweinen konnten das Virus in Trinkwasser bis zu elf, in Gülle bis zu sieben 
Tagen nachgewiesen werden (Pirtle & Beran, 1996; Dee et al., 2005). 
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Während das Virus in manchen Herden kontinuierlich zirkuliert, treten in andere Herden 
aufeinanderfolgende Infektionswellen auf (Dee & Joo, 1994; Stevenson et al., 1993). 
Stevenson et al. (1993) konnten an endemisch infizierten Beständen zeigen, dass durch 
den Kontakt zwischen Absetzern (mit Verlust der maternalen Antikörper) und älteren 
Mastschweinen die Übertragung des PRRSV über 2,5 Jahre aufrechterhalten werden 
konnte. Durch eine spontane Unterbrechung der Infektionskette besteht jedoch auch die 
Möglichkeit, dass infizierte Herden nach einiger Zeit wieder seronegativ werden (Freese 
& Joo, 1994; McCaw & Henry 1995; Nodelijk et al, 1998). Die Dauer der PRRSV-
Persistenz bei experimentell infizierten Tieren wurde in verschiedenen Studien 
untersucht, wobei ein Virusnachweis maximal bis zum 157. Tag p.i. möglich war (Albina 
et al., 1994; Bierk et al., 2001; Batista et al., 2002; Horter et al., 2002). In einer Studie 
von Benfield et al. (1997) führte die intrauterine Infektion der Feten zwischen dem 85. 
und 90. Trächtigkeitstag zu einer kongenitalen Infektion der Nachkommen mit dem 
Nachweis von Virus-RNA bis zum 210. Tag p.n..  
 
2.1.2 Influenzavirus A 
 
2.1.2.1 Erregermerkmale 
Das porcine Influenzavirus A wird dem Genus Influenzavirus A der Familie der 
Orthomyxoviridae zugeordnet. Es handelt sich um ein RNA-Virus, dessen Genom in 
acht Segmente unterteilt ist. Die zwei viralen Glykoproteine Hämagglutinin und 
Neuraminidase stellen die hauptsächlichen Oberflächenantigene des Virus dar, nach 
denen die heutige Einteilung der Influenza-A-Viren erfolgt (Palese & Young, 1982). Der 
Erreger ist weltweit verbreitet. Wasser- und Seevögel werden als natürliches Reservoir 
der verschiedenen Subtypen angesehen (Webster et al., 1992). Das Virus infiziert eine 
Vielzahl von Spezies, darunter auch den Menschen. Obwohl es eher wirtsspezifisch ist, 
kann durch Mutationen und Reassortment des genetischen Materials eine 
Überschreitung von Speziesgrenzen vorkommen (Schultz et al., 1991; Brown et al., 
1998). 
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Charakteristisch für die klassische Schweineinfluenza, die sich bis heute im 
Wesentlichen nicht verändert hat, ist ein plötzlicher Krankheitsbeginn nach einer 
Inkubationszeit von zwei bis vier Tagen mit Symptomen wie ausgeprägte Apathie, 
Inappetenz bis hin zu Anorexie, hohes Fieber, schwere in- und exspiratorische Dyspnoe 
sowie trockener Husten. Rhinitiden und Konjunktivitiden sind in den meisten Fällen 
vorhanden. Ohne Komplikationen durch zusätzliche bakterielle Infektionen, heilt die 
Erkrankung nach drei bis sechs Tagen klinisch aus. Wird der Erreger in eine 
vollempfängliche Herde eingeschleppt, kann die Morbidität  100% betragen. Die 
Mortalität hingegen ist in der Regel niedrig und bleibt unter 2% (Ottis et al., 1981; Witte 
et al., 1981). Nicht selten ist das Influenzavirus A aber auch in Herden vorhanden, ohne 
dass bei den Schweinen klinische Symptome erkennbar sind (Andreasen et al., 2000; 
Regula et al., 2000).  
 
Neutralisierende Antikörper sind beim Schwein ab dem siebten Tag p.i. über einen 
Zeitraum von mindestens fünf bis sechs Monaten, teilweise bis zu 18 Monaten, 
nachweisbar (Easterday, 1972; Charley, 1977; Brown et al., 1993). Eine belastbare 
Immunität besteht über einen Zeitraum von etwa drei bis maximal acht Monaten und ist 
streng subtypspezifisch (Easterday, 1972; Haesebrouck et al., 1985). Für Sauen, die 
sich ab dem neunten Lebensmonat infizierten, konnte sogar ein lebenslanger Schutz 
nachgewiesen werden (Menšik, 1966). In der Regel erfolgt durch die Immunreaktion des 
Wirtes innerhalb von ein bis zwei Wochen eine vollständige Eliminierung des Virus, so 
dass die Virusausscheidung auf die akute Fieberphase beschränkt bleibt. In Einzelfällen 
konnte aber auch eine Ausscheidung bis zum 42. Tag p.i. nachgewiesen werden (Choi 
et al., 2004).   
 
Die über das Kolostrum immuner Sauen aufgenommenen Antikörper sind je nach 
Antikörpertiter der Sau zwei bis maximal sechs Monate nachweisbar (Menšik, 1966; 
Easterday, 1971).  
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2.1.2.2 Epidemiologie 
Neben den Subtypen H1N1 und H3N2, die seit Mitte der 70er Jahre diesen 
Jahrhunderts vorwiegend in den europäischen Schweinepopulationen zirkulieren und 
dort Krankheitsausbrüche verursachen (Nardelli et al., 1978; Tumova et al., 1980; 
Pensaert et al., 1981; Ottis et al., 1982; Castrucci et al., 1993; Campitelli et al., 1997), 
gewinnt in Europa auch der Subtyp H1N2 zunehmend an Bedeutung (Gourreau et al., 
1994; Brown et al., 1998; Brown, 2000; Van Reeth et al., 2000; Marozin et al., 2002).  
 
Die Infektion mit Schweineinfluenzaviren ist in der Regel auf den Respirationstrakt 
beschränkt und erfolgt durch die nasale oder orale Aufnahme von Viruspartikeln über 
Aerosole oder Sekrete des Respirationstraktes (Bachmann, 1985). In mehreren Studien 
konnte gezeigt werden, dass ein großer Anteil der Infektionen in der Mast erfolgt, wenn 
die Ferkel wenigstens zehn Wochen alt sind (Elbers et al., 1990; Groschup et al., 1993; 
Loeffen et al., 1999; Maes et al., 1999; Loeffen et al., 2003). 
 
Meist kommt die Schweineinfluenza als endemische Erkrankung vor. Regelrechte  
Ausbrüche treten v.a. in immunologisch naiven Herden oder in Verbindung mit 
schlechten Haltungsbedingungen, Sekundärinfektionen oder kaltem Wetter auf. 
Innerhalb der Schweinepopulation erfolgt die Verbreitung des Erregers hauptsächlich 
durch den Tierverkehr und die Einführung von infizierten Schweinen in empfängliche 
Herden. Ist eine Herde einmal infiziert, hält sich das Virus durch die kontinuierliche 
Produktion von empfänglichen und die Einführung von immunologisch naiven 
Schweinen. Enger Tierkontakt, Stressfaktoren, verschiedene Wetter- und 
Umweltbedingungen können die Ausbreitung von Influenzaviren fördern (Brown, 2000). 
Obwohl klinische Influenzaausbrüche v.a. in den Herbst- und Wintermonaten auftreten, 
ist eine Virusisolierung das ganze Jahr über möglich (Nakamura et al., 1972). Eine 
Übertragung mit dem Wind kann über eine Distanz von vier Kilometern stattfinden 
(Tofts, 1986). So kann es in Regionen mit hoher Schweinedichte durch 
Windverschleppung zu explosionsartigen Epidemien kommen (Gourreau et al., 1980; 
Vandeputte et al., 1980). Die Seroprävalenz von Antikörpern gegen das Influenzavirus A 
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ist in solchen Regionen höher als in Gebieten mit geringerer Schweinedichte (Havenith, 
1993). 
 
2.1.3 Mycoplasma hyopneumoniae 
 
2.1.3.1 Erregermerkmale 
Mykoplasmen werden taxonomisch in die Klasse der Mollicutes der Ordnung der 
Mycoplasmataceae eingeordnet (Selbitz, 2002). Sie sind mit einem Durchmesser von 
0,1-0,3 µm die kleinsten zellwandlosen Mikroorganismen, die sich außerhalb von Zellen 
selbständig vermehren können (Adegboye, 1978). M. hyopneumoniae gilt als primäre 
Ursache der Enzootischen Pneumonie (Goodwin et al., 1965; Mare & Switzer, 1965) 
und ist weltweit einer der häufigsten und ökonomisch wichtigsten Krankheitserreger in 
der Schweinehaltung (Ross, 1999). Für Deutschland konnte gezeigt werden, dass ein 
großer Anteil der Schweinebestände mit M. hyopneumoniae infiziert ist (Berner, 1995; 
Pfützner & Blaha, 1995; Horst et al., 1997). 
 
Untersuchungen zur Pathogenität von M. hyopneumoniae belegen eine recht hohe 
Variation hinsichtlich der Virulenz einzelner Feldisolate (Ross, 1996; Vicca et al., 2002, 
2003), die vermutlich mit der Fähigkeit zur Adhärenz zusammen hängt (Minion et al., 
2000). Die Anheftung von M. hyopneumoniae an die Zielzellen gilt als Vorraussetzung 
für die Entfaltung des zytopathischen Effektes, welcher zur Beeinträchtigung der 
mukoziliären Clearance führt und eine Ansiedlung weiterer pneumopathogener Erreger 
fördert (Howard & Taylor, 1985; Done, 1996). 
 
Das charakteristische Bild einer M. hyopneumoniae-Infektion zeichnet sich durch einen 
trockenen, chronischer Husten aus, der 10 bis 16 Tage p.i. einsetzt und zusammen mit 
geringgradigem Fieber und Inappetenz auftreten kann (Kobisch et al., 1993; Done, 
1996; Sørensen et al., 1997; Ross, 1999). Der Husten geht mit einer 
Wachstumsverzögerung einher und ist durch eine hohe Morbidität von 30 bis 80 % 
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gekennzeichnet. Die Letalität hingegen ist gering. Bei einer Ko-Infektion mit weiteren 
bakteriellen Erregern wie Pasteurella multocida, Bordetella bronchiseptica, 
Arcanobacterium pyogenes, Steptococcus- und Staphylococcus-Spezies oder auch 
Wanderlarven von Ascaris suum ist häufig ein größerer Anteil der Lunge betroffen und 
die klinischen Erkrankung verläuft schwerer (Simecka et al., 1992, Maes et al., 1996). In 
Untersuchungen zur Infektionsdauer an experimentell infizierten Tieren gelang der 
Nachweis von M. hyopneumoniae mittels PCR bei Sørensen et al. (1997) bis zum 85. 
und bei Fano et al. (2004) bei allen infizierten Schweinen bis zum 185. Tag p.i..  
 
Die Ausbildung von Serumantikörpern lässt sich frühestens etwa sieben Tage p.i. mit 
dem Auftreten von Immunglobulinen der Klasse M nachweisen. IgG hingegen ist 
erstmals etwa 10 bis 14 Tage p.i. und IgA ab dem 21. Tag p.i. nachweisbar (Piffer & 
Ross, 1984; Sheldrake & Romalis, 1992; Strasser et al., 1992). Während eine klinisch 
manifeste Infektion mit M. hyopneumoniae eine lang andauernde, belastbare Immunität 
bewirkt (Kobisch et al., 1993), kann die immunologische Reaktion bei einer 
subklinischen Mykoplasmen-Infektion mit nur geringen pathologischen 
Lungenveränderungen ausbleiben (Howard & Taylor, 1985). Nach Done (1996) bewirkt 
die Immunreaktion zwar keine vollständige Eliminierung des Erregers, jedoch eine 
deutliche Reduktion der Erregerausscheidung. 
 
Durch das Kolostrum erhalten die neugeborenen Ferkel, zumindest bis zu einem Alter 
von zwei Wochen, einen vollständigen passiven Schutz gegenüber einer M. 
hyopneumoniae-Infektion (Wallgren et al., 1998; Rautiainen & Wallgren, 2001).  
 
2.1.3.2 Epidemiologie 
Die Infektion erfolgt entweder über den Nasenkontakt mit infizierten Tieren oder als 
Tröpfcheninfektion über Aerosole. Die Inkubationszeit beträgt nach natürlicher Infektion 
10 bis 16 Tage, maximal drei bis fünf Monaten (Betts, 1952; Goodwin, 1984). Dabei 
scheint die Dauer der Inkubationszeit abhängig von der Infektionsdosis und den 
Haltungsbedingungen zu sein (Done, 1996).  
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Von Bedeutung für die Erregereinschleppung in einen Bestand sind v.a. die Verbreitung 
des Erregers mit dem Wind über eine Distanz bis zu 3,2 km, der Zukauf subklinisch 
infizierter Schweine und Tiertransporte, insbesondere von Schlachtschweinen (Stärk et 
al., 1992, 1998; Maes et al., 2000; Hege et al., 2002). Hervorgerufen durch den 
Transport, Stall- und Futterwechsel kann eine Schwächung des Immunsystems zu einer 
erhöhte Erregerausscheidung führen. Das Ausmaß der Erregerverbreitung ist zudem 
abhängig von den verschiedenen Managementsystemen, dem Stallklima und einer 
hohen Schweinedichte im Bestand bzw. in der Region (Stärk et al., 1992; Done, 1996; 
Ross, 1999). In Betrieben mit guten Umweltbedingungen verläuft die Infektion mit M. 
hyopneumoniae oft subklinisch, oder Infektion und klinische Erkrankung erfolgen erst 
spät in der Mast (Maes et al., 2000). Die Größe und Entfernung des nächsten infizierten 
Nachbarbetriebes hat bedeutenden Einfluss auf das Infektionsrisiko (Stärk et al., 1992; 
Done, 1996), das auch durch das Mischen von Tieren aus verschiedenen Herkünften 
und das Nicht-Desinfizieren von Transportfahrzeugen steigt (Hege et al., 2002). 
Aufgrund klimatischer Faktoren, die eine Luftübertragung von M. hyopneumoniae 
begünstigen, wird zwischen November und März eine saisonale Häufung von 
Erkrankungsfällen beobachtet (Laube, 1996). 
 
Verschiedene serologische Verlaufsuntersuchungen weisen darauf hin, dass eine 
Infektion weniger in der Säuge- und Absetzphase, sondern während der Mast erfolgt 
(Wallgren et al., 1993; Morris et al., 1995; Grosse Beilage, 1999; Walter et al., 1999; 
Rautiainen et al., 2000). Dabei findet die Ausbreitung des Erregers innerhalb eines 
Bestandes nur sehr langsam und größten Teils über direkten Tierkontakt statt (Goodwin, 
1972; Morris et al., 1995). Infizierte Tiere können den Erreger über Wochen 
ausscheiden (Ruiz & Pijoan, 2002). 
 
 
 
 
 16
2.1.4 Actinobacillus pleuropneumoniae 
 
2.1.4.1 Erregermerkmale 
A. pleuropneumoniae ist ein gram-negatives, nicht bewegliches, bekapseltes Stäbchen 
aus der Familie der Pasteurellaceae. Aufgrund seines NAD (Nikotinamid-Adenin-
Dinukleotid) – abhängigen bzw. – unabhängigen Wachstums erfolgt eine Einteilung des 
Erregers in den Biotyp 1 (NAD-abhängig) und den Biotyp 2 (NAD-unabhängig) (Pohl et 
al., 1983). Obwohl A. pleuropneumoniae weltweit vorkommt, ist die geographische 
Verbreitung der einzelnen Serotypen in den verschiedenen Ländern und Kontinenten 
unterschiedlich (Mittal et al., 1992; Taylor, 1999).  
 
A. pleuropneumoniae kann neben anderen Virulenzfaktoren vier RTX-Toxine (Apx I-IV) 
produzieren (Frey et al., 1993; Schaller et al., 1999). Unterschiede in der Virulenz 
verschiedener Subtypen sind teilweise auf die unterschiedlichen Kombinationen dieser 
Toxine zurückzuführen, wobei die virulentesten Stämme Apx I und II produzieren (Frey, 
1995).  
 
Die Ausprägung der klinischen Symptomatik ist neben der Virulenz des vorliegenden 
Stammes und der Infektionsdosis auch vom Alter des Wirtes, seinem Immunstatus und 
verschiedenen Umgebungsfaktoren abhängig. Dabei kann die Erkrankung perakut, akut, 
chronisch oder auch klinisch inapparent verlaufen. Wird der Erreger erstmalig in eine 
Herde eingeschleppt, kommt es bevorzugt bei Saugferkeln zur Ausbildung der 
perakuten septikämischen Form mit einer Morbidität und Mortalität von bis zu 100% 
(Nielsen, 1975). Obwohl ältere Schweine an allen Verlaufsformen erkranken können, 
stehen hier besonders klinisch inapparente und chronische Krankheitsverläufe im 
Vordergrund (Nielsen, 1970).  
 
Der IgG Anstieg im Serum konnte mittels KBR (Komplemen-Bindungs-Reaktion) ab zwei 
Wochen p.i. über einen Zeitraum von mehreren Monaten nachgewiesen werden 
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(Nielsen, 1988). Man geht davon aus, dass das in der Mukosa des Respirationstraktes 
produzierte sekretorische IgA als Ausdruck der lokalen Immunität eine signifikante Rolle 
für den vollständigen Schutz gegenüber einer Erkrankung spielt (Hensel et al., 2000; 
Bossé et al., 2002). Im Anschluss an eine Infektion mit A. pleuropneumoniae entwickelt 
sich eine belastungsfähige Immunität, die einen zuverlässigen Schutz vor einer 
erneuten Infektion mit dem homologen Serotyp vermittelt (Cruijsen et al., 1994; Furesz 
et al., 1997). Da die Immunreaktion gewöhnlich nicht zur Eliminierung des Erregers 
führt, bleiben Schweine, die eine Infektion überleben, dauerhaft Keimträger. Der 
Erregernachweis ist bei diesen Tieren in der Regel aus Tonsillen und nekrotischem 
Lungengewebe möglich (Henning, 1997; Taylor, 1999). Subklinische Infektionen des 
oberen Respirationstraktes gehen zudem nicht immer mit einer Produktion von 
Antikörpern einher (Kume et al., 1984; Sidibé et al., 1993; Chiers et al., 2002). 
 
Ferkel immuner Sauen erhalten durch die Übertragung von kolostralen Antikörpern (v.a. 
IgG) eine passive Immunität, die sie in den ersten Lebenstagen vor einer Infektion mit A. 
pleuropneumoniae schützt und etwa bis zur achten Lebenswoche einen Schutz vor 
einer Erkrankung bietet (Bachmann, 1972; Nielsen, 1975; Krejci et al., 2005).  
 
2.1.4.2 Epidemiologie 
Der Erreger ist hochkontagiös und wird v.a. durch direkten Kontakt, über kurze 
Entfernungen auch aerogen, übertragen. Die Inkubationszeit ist abhängig von der 
Virulenz des Erregers und liegt bei wenigen Stunden bis zu einigen Tagen (Taylor, 
1999).  
 
Zwischen den Herden gilt der Zukauf latent infizierter oder klinisch rekonvaleszenter 
Tiere als wichtigster Übertragungsweg von A. pleuropneumoniae (Bachmann, 1972; 
Rosendal & Mitchell, 1983). Auch vakzinierte Schweine kommen als Träger und 
Ausscheider des Erregers in Frage (Van Overbeke et al., 2001). Ein erhöhtes Risiko für 
durch A. pleuropneumoniae verursachte Krankheitsausbrüche besteht nach dem 
Mischen von Mastläufern aus unterschiedlichen Herkunftsbetrieben, bei Überbesatz, bei 
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starken Schwankungen der Stalltemperaturen sowie bei unzureichenden Lüftungsraten 
(Rosendal & Mitchell, 1983; Maes et al., 2001). Dies wurde durch verschiedene 
Untersuchungen bestätigt, nach denen die Krankheit in endemisch verseuchten Herden 
hauptsächlich während der Mast auftritt (Cruijsen et al., 1995; Maes et al., 2001; Chiers 
et al., 2002).  
 
Vergleichende serologische Untersuchungen in den Niederlanden ergaben, dass A. 
pleuropneumoniae in Gebieten mit hoher Schweinedichte signifikant weiter verbreitet ist 
als in Regionen mit niedriger Schweinedichte (Elbers et al., 1990). Eine aerogene 
Übertragung zwischen benachbarten Herden konnte zwar anhand von 
Felduntersuchungen als mögliche Verbreitungsursache identifiziert werden, scheint 
jedoch nur selten und nur über kurze Entfernungen zu erfolgen. Ebenfalls von 
Bedeutung für die Erregerverschleppung sind verschmutzte Bekleidung des 
betreuenden Personals und unzureichend gereinigte Transportfahrzeuge (Fussing et al., 
1998). Eine Häufung von Krankheitsausbrüchen in den Wintermonaten und den 
Übergangsjahreszeiten lässt einen jahreszeitlichen Einfluss auf das 
Infektionsgeschehen vermuten (Cromwijk et al., 1992). 
 
2.1.5 Haemophilus parasuis 
 
2.1.5.1 Erregermerkmale 
Haemophilus parasuis ist der Erreger der Glässerschen Krankheit (Glässer´s disease), 
auch Porcine Polyserositis und Arthritis genannt. Erstmals wurde die Erkrankung von 
Glässer (1910) als fibrinöse Pleuro-Perikardio-Peritonitis beschrieben. Bei den vom 
Schwein isolierten H. parasuis-Arten handelt es sich um gram-negative, meist kokkoide, 
unbewegliche Stäbchen (Gunnarson, 1980). Seit einigen Jahren wird weltweit eine 
deutliche Zunahme der Glässerschen Krankheit beobachtet (López et al., 2004; Müller 
et al., 2004; Oliveira & Pijoan, 2004), was auf die intensiven Haltungsbedingungen, das 
Zusammenbringen von Aufzuchtferkeln und Mastschweinen aus verschiedenen 
Herkünften sowie ein frühes Absetzen der Ferkel zurückgeführt wurde. Darüber hinaus 
 19
scheinen weitere Erreger, wie das PRRSV oder das Porcine Circovirus Typ 2 (PCV 2), 
als Ko-Faktoren eine Rolle zu spielen (Oliveira & Pijoan, 2002, 2004).  
 
H. parasuis zählt gleichzeitig zum physiologischen Keimspektrum des oberen 
Respirationstraktes (Oliveira & Pijoan, 2004). Das Bakterium kann sowohl bei klinisch 
auffälligen als auch bei klinisch unauffälligen Schweinen in der bronchioalveolären 
Lavage bakteriologisch nachgewiesen werden (Palzer et al., 2005). Und bei 
neugeborenen Ferkeln ist H. parasuis bereits wenige Stunden nach der Geburt im 
oberen Respirationstrakt nachweisbar (Pijoan & Oliveira, 2003).  
 
Der Ausbildungsgrad der klinischen Symptome im Rahmen einer H. parasuis-Infektion 
sowie das Alter in dem sich die Tiere infizieren, hängt vom allgemeinen 
Gesundheitsstatus der Herde und von der Virulenz der beteiligten H. parasuis-Stämme 
ab (Oliveira et al., 2002). Bezüglich respiratorischer Erkrankungen beim Schwein ist die 
Rolle von H. parasuis bislang nicht eindeutig geklärt. Berichte über eine eitrige Rhinitis 
in Verbindung mit einer Schleimhautbesiedlung durch H. parasuis unterstreichen die 
mögliche Bedeutung des Erregers als prädisponierender Faktor für Infektionen mit 
anderen viralen und bakteriellen Erregern (Gois et al., 1983; Vahle et al., 1995, 1997). 
Obwohl das Bakterium bislang eher als opportunistischer Sekundärerreger angesehen 
wurde, weisen verschiedene Untersuchungen darauf hin, dass H. parasuis als 
Primärerreger einer fibrinös-eitrigen Bronchopneumonie in Frage kommen könnte 
(Pöhle et al., 1992; Barigazzi et al., 1994; Solano-Aguilar et al., 1999). 
  
Maternale und natürliche Immunität sind kritische Faktoren in Bezug auf die Kontrolle 
des Krankheitsprozesses (Nielsen & Danielsen, 1975). Aufgrund der septikämischen 
Natur der Glässerschen Krankheit sind Antikörper wahrscheinlich der hauptsächliche 
schützende Mechanismus der Immunabwehr (Rapp-Gabrielson, 1999). Die über das 
Kolostrum vakzinierter Sauen auf die Ferkel übertragene passive Immunität ist 
serovarspezifisch (Rapp-Gabrielson et al., 1997). Maternale Antikörper gegen H. 
parasuis können bei Ferkeln noch zwischen der sechsten und achten Lebenswoche 
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nachgewiesen werden (Pijoan & Oliveira, 2003). Es konnte gezeigt werden, dass die 
Vakzination von Sauen gegen den Serotyp 5 bei deren Ferkeln zwar eine Kolonisation 
der Nasenschleimhaut mit H. parasuis nicht verhinderte, diese aber mehrheitlich gegen 
eine klinische Erkrankung schütze (Hoffmann & Bilkei, 2002). Die Ausbildung einer 
aktiven Immunität beginnt mit acht Wochen und ist mit zwölf Wochen nahezu vollständig 
vorhanden (Done, 1999).  
 
2.1.5.2 Epidemiologie 
Die Übertragung des Erregers erfolgt aerogen und auch über Sekrete des oberen 
Respirationstraktes. Die Inkubationszeit beträgt fünf bis sieben Tage (Baehler et al., 
1974). 
 
Obwohl die Glässersche Krankheit in allen Betriebsarten auftreten kann, sind Bestände 
mit hohem Gesundheitsstatus (High-health-status- oder SPF-Betriebe) oftmals stärker 
betroffen (Rapp-Gabrielson, 1999; Vos, 2004). Die Einschleppung des Erregers in eine 
naive Population kann zur systemischen Erkrankung mit hoher Morbidität und Mortalität 
führen, die Schweine aller Produktionsstufen betreffen kann (Rapp-Gabrielson, 1999). 
Als Risikofaktoren gelten Transporte, Zusammenbringen von Tieren aus 
unterschiedlichen Herkunftsbetrieben, Einstallung von Tieren aus H. parasuis-negativen 
Beständen, Fütterungswechsel, schlechtes Stallklima oder allgemeine Stresssituationen 
(Done, 1999). 
 
Die vermehrte Isolierung des Erregers bei Pneumonien in den letzten Jahren wird mit 
der zunehmenden Prävalenz der Enzootischen Pneumonie und verschiedenen viralen 
respiratorischen Krankheitserregern, wie PRRSV, Influenzavirus A und dem porcinen 
respiratorischen Coronavirus in Verbindung gebracht (Rapp-Gabrielson, 1999). In 
Norddeutschland durchgeführte Untersuchungen bezüglich dem Vorkommen 
verschiedener Erreger bei Schweinen mit Lungenentzündungen führten zu einer 
Isolierung von H. parasuis aus 31,3 % der untersuchten Lungen, 67,5 % der 
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Bronchialtupfer, 54,0 % der Nasentupfer und 56,1 % der BALF der untersuchten Tiere 
(Nienhoff, 2005).  
 
2.1.6 Streptococcus suis 
 
2.1.6.1 Erregermerkmale 
Streptococcus suis ist ein kokkoides, gram-positives, fakultativ anaerobes Bakterium, 
von dem insgesamt 35 Serotypen bekannt sind (Perch et al., 1983; Gottschalk et al., 
1989, 1991a, b; Higgins et al., 1995). Die Serotypen 1 und 2 haben innerhalb der 
Gruppe der α-hämolysierenden Streptokokken die größte Bedeutung, wobei die Virulenz 
zwischen und innerhalb einzelner Serotypen sehr unterschiedlich sein kann (Sanford & 
Tilker, 1982). Im Rahmen der natürlichen Keimflora des Schweins findet man das 
Bakterium im oberen Respirationstrakt, insbesondere auf den Tonsillen und in der 
Nasenhöhle, sowie im Genital- und Verdauungstrakt (Devriese et al., 1991; Robertson 
et al., 1991; Hogg et al., 1996). Das breite Wirtsspektrum von S. suis umfasst neben 
verschiedenen Säugetierspezies und Vögeln auch den Menschen, weshalb der Erreger 
als Zoonoseerreger angesehen wird (Higgins & Gottschalk, 1999). 
 
Die meisten Studien zur Pathogenese der S. suis-Infektion beziehen sich auf den 
Serotyp 2 und das Krankheitsbild der Meningitis. Die pathogene Bedeutung von S. suis 
für die Lunge ist bislang nicht eindeutig geklärt (Ganter & Amtsberg, 1996). α-
hämolysierende Streptokokken konnten sowohl aus der BALF von klinisch auffälligen 
als auch klinisch unauffälligen Tieren häufig isoliert werden (Kipper, 1990; Hensel et al. 
1994; Palzer et al., 2005). Markowska-Daniel et al. (2004) hingegen isolierten aus 43 % 
pathologisch veränderter Schweinelungen (Probenzahl n=538) S. suis, v.a. Typ 2, und 
messen dem Erreger daher in Polen eine zentrale Bedeutung für Lungenerkrankungen 
bei.  
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In Abhängigkeit von der Pathogenese der S. suis-Infektion können sich die klinischen 
Symptome zwischen einzelnen Herden unterscheiden. Neben respiratorischen 
Erkrankungen sind Arthritiden und Meningitiden häufig vorkommende Krankheitsbilder. 
Perakut erkrankte Tiere können auch ohne klinische Anzeichen innerhalb von Stunden 
versterben (Rachel et al., 1994; Higgins & Gottschalk, 1999; Pallarés et al., 2003). 
 
Lungenveränderungen im Rahmen einer S. suis-Infektion sind häufig, unterscheiden 
sich jedoch von Fall zu Fall.  Zu den möglichen Veränderungen zählen eine interstitielle, 
fibrinöse bis fibrinös-hämorrhagische Pneumonie, eine fibrinöse oder eitrige 
Bronchopneumonie sowie Bronchiolitis, Bronchitis, alveoläre Blutungen, lobuläre 
Verdichtungen, interlobuläre Emphyseme und eine fibrinös-eitrige Pleuritis (Koehne et 
al., 1979; Larson & Kott, 1983; Sanford & Rosendal, 1984; Clifton-Hadley & Alexander, 
1991; Reams et al., 1995). Gewöhnlich werden aus S. suis infizierten Lungen 
gleichzeitig auch andere Bakterien isoliert; diese könnten für die Entwicklung einer 
fibrinös-hämorrhagischen Pneumonie sogar erforderlich sein (Reams et al., 1995).  
 
Die Konzentration maternaler Antikörper variiert stark zwischen einzelnen Ferkeln einer 
Altersgruppe und sogar innerhalb eines Wurfes (Lapointe et al., 2002; Cloutier et al., 
2003). Die Antikörpertiter erreichen zwischen der vierten und achten Lebenswoche die 
niedrigsten Werte, was häufig mit dem Auftreten klinischer Symptome einhergeht 
(Torremorell et al., 1998; Lapointe et al., 2002; Cloutier et al., 2003). Ein erneuter 
deutlicher Anstieg der Antikörpertiter im Sinne einer aktiven Immunantwort wurde im 
Anschluss an den Verlust der maternalen Immunität um die zehnte Lebenswoche herum 
beobachtet, wobei sich die produzierte Menge an Antikörpern zwischen den Schweinen 
stark unterschied (Lapointe et al., 2002; Cloutier et al., 2003). Verschiedene Studien 
kamen zu dem Ergebnis, dass die humorale Immunantwort gegenüber einer S. suis-
Infektion oder gegenüber einer Vakzinierung häufig sehr unterschiedlich und nahezu 
unberechenbar verläuft (Blouin et al., 1994; del Campo Sepulveda et al., 1996; Lapointe 
et al., 2002). 
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2.1.6.2 Epidemiologie 
S. suis Typ 2 wird gewöhnlich auf nasalem oder oralem Weg übertragen (Arends et al., 
1984). Über das Muttertier können sich die Ferkel vor, während oder kurz nach der 
Geburt  infizieren (Robertson & Blackmore, 1989). Obwohl die meisten Absatzferkel S. 
suis-Stämme auf ihrer Schleimhaut tragen, sind nur wenige dieser Stämme in der Lage 
eine Erkrankung auszulösen (Pijoan, 1996). 
 
Krankheitsausbrüche in einer bislang nicht infizierten Herde sind meist mit dem Zukauf 
klinisch unauffälliger Keimträger verbunden (Windsor, 1977; Clifton-Hadley & Alexander, 
1980). Es konnte gezeigt werden, dass S. suis Typ 2 in den Tonsillen subklinisch 
infizierter Tiere, trotz der Anwesenheit opsonisierender Antikörper sowie der 
Verabreichung von Antibiotika über das Futter, über ein Jahr persistieren kann (Clifton-
Hadley & Alexander, 1980; Clifton-Hadley et al., 1984). Hohe Infektionsraten sind auf 
schlechte Hygiene und/oder gleichzeitige Erkrankung zurückzuführen (Heard, 1991). 
V.a. intensiv gehaltene Ferkel im Alter von 4 bis 12 Wochen sind von 
Krankheitsausbrüchen betroffen (Clifton-Hadley et al., 1984; Guise et al., 1985; Reams 
et al., 1993).  
 
Stressfaktoren wie Überbesetzung, schlechte Belüftung, Mischen von Tieren 
unterschiedlicher Herkunft, Transporte, Impfungen, plötzliche Wetterumschwünge und 
gleichzeitige Erkrankungen prädisponieren Schweine für eine S. suis-Infektion (Sanford, 
1989). Hausfliegen (Denholm et al., 1985; Enright et al., 1987) und Mäuse (Williams et 
al., 1988) scheinen als Vektoren von Bedeutung zu sein. Zudem konnte gezeigt werden, 
dass S. suis eine wichtige Kontaminante von Faeces, Staub und Wasser ist (Clifton-
Hadley, 1986) und leicht durch kontaminierte Gegenstände übertragen werden kann 
(Dee & Corey, 1993). Robertson et al. (1991) konnten S. suis Typ 1 und 2 aus 
Futtertrögen von Ferkeln und Sauen isolieren. 
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2.1.7 Pasteurella multocida / Bordetella bronchiseptica 
 
Nach der neuen Definition von De Jong (1999) wird die mit P. multocida bzw. B. 
bronchiseptica assoziierte Schnüffelkrankheit, die auch unter dem Namen Rhinitis 
Atrophicans oder Chronische Atrophische Rhinitis bekannt ist, in zwei Formen eingeteilt: 
die Nichtprogressive Atrophischen Rhinitis (NPAR), ausgelöst durch toxinbildende B. 
bronchiseptica-Stämme und die Progressive Atrophischen Rhinitis (PAR), ausgelöst 
durch toxinbildenden P. multocida-Stämme. Beide Pathogene bewirken eine Hypoplasie 
der Nasenmuscheln, eine Verformung des Gesichtsschädels und Nasenbluten, wobei 
dieses im Rahmen der NPAR selten vorkommt und für die PAR charakteristisch ist. Die 
Unterscheidung in progressiv und nichtprogressiv ergibt sich aus der Tatsache, dass die 
PRA weltweit mit starken ökonomischen Verlusten verbunden ist, während die NPAR 
zwar auch weit verbreitet ist, jedoch nur mit einer geringen, nicht signifikanten 
Wachstumsreduktion einhergeht. Die Schwere der Erkrankung ist dabei abhängig von 
der durch das Tier absorbierten Menge an Toxin (Van Diemen et al., 1994), wobei die 
Empfindlichkeit gegenüber einer bestimmten Toxindosis wiederum altersabhängig ist. 
Damit es zur Ausbildung klinischer Symptome kommt, müssen sich Ferkel in der Regel 
in den ersten Lebenswochen infizieren. Während toxinbildende Stämme von P. 
multocida auch bei Schweinen über drei Monaten noch eine schwere PAR auslösen 
können, sollen Nasenmuschelatrophien durch toxinbildende B. bronchiseptica-Stämme 
nur bis zu einem Alter von etwa sechs Wochen auftreten (De Jong, 1999). 
 
2.1.7.1 Erregermerkmale  
Bei P. multocida handelt es sich um ein gram-negatives, nicht bewegliches, kokkoides 
Stäbchen (De Jong, 1999). Das Bakterium kommt bei vielen Säugetieren und Vögeln im 
Rahmen der physiologischen Keimflora des oberen Respirationstraktes vor (Rimler & 
Rhoades, 1989). Verschiedene Studien an Schweinen haben gezeigt, dass die 
palatinalen Tonsillen eine wichtige Lokalisation hinsichtlich der Beherbergung des 
Erregers darstellen (Verma, 1988; Townsend et al., 2000). Townsend et al. (2000) 
konnten bei der Untersuchung von 36 Tonsillentupfern gesunder Schlachtschweine 
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mittels PCR in 16 Proben nicht toxinbildende P. multocida-Stämme vom Kapseltyp A 
und D nachweisen.  
B. bronchiseptica ist ebenfalls ein gram-negatives, jedoch bewegliches, kokkoides 
Stäbchen, das häufig bei jungen Schweinen mit Rhinitis, Schweinen mit Pneumonien, 
aber auch von Tieren aus Herden ohne klinische Krankheitsanzeichen isoliert werden 
kann (De Jong, 1999). Der Erreger kolonisiert effektiv die Zilien tragende Mukosa des 
porcinen Respirationstraktes und kann in hoher Frequenz aus Tonsillen und auch aus 
dem Darminhalt infizierter Ferkel isoliert werden (Rutter, 1985). 
 
P. multocida-Stämme lassen sich in toxinbildende und nicht toxinbildende Stämme 
unterteilen. Toxinbildende Stämme sind von zentraler Bedeutung für die Ätiologie der 
Progressiven Atrophischen Rhinitis und sind meistens vom Kapseltyp D (Eamens et al., 
1988; Foged et al., 1988; Lariviere et al., 1992; Gardner et al., 1994; Davies et al., 
2003), teilweise auch vom Kapseltyp A (Sakano et al., 1992; Fussing et al., 1999). Ihr 
Toxin, das Dermonekrotoxin, bewirkt eine progressive Verkürzung der Schnauze und 
Atrophie der Nasenmuscheln (Ilina & Zasukhin, 1975). Fast alle B. bronchiseptica- 
Stämme von Schweinen produzieren ebenfalls ein hitzelabiles und dermonekrotisches 
Toxin. Für beide Bakterien gilt, dass bakterielle und/oder virale Schädigungen der 
Schleimhaut sowie verschiedenen Umwelt-, Management- und Haltungsbedingungen 
das Wachstum und die Kolonisation und damit auch die Toxinproduktion beeinflussen 
(De Jong, 1999). Eine schwere mit  Wachstumsverzögerung einhergehende PAR ist 
dabei eng mit intensiven Produktionsmethoden (hohe Bestandsdichte, kontinuierliche 
Belegung, schlechte Belüftung, Temperaturschwankungen, Staubentwicklung) und 
weitere Managementfaktoren assoziiert (Penny, 1977; Smith & Giles, 1980). 
 
Klinische Symptome der PAR werden in Abhängigkeit von der Schwere des Ausbruchs 
in der Regel nicht vor der 4. bis 12. Lebenswoche beobachtet. Schwere 
Krankheitsverläufe sind durch ausgeprägtes Niesen, Nasenbluten, Auswurf von 
mukopurulentem, zum Teil mit nekrotischen Nasenmuschelanteilen durchsetztem 
Schleim, Sekretrinnen am medialen Augenwinkel sowie auffällige 
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Knochendeformationen gekennzeichnet. Niesen und Schniefen bei Saugferkeln gelten 
für gewöhnlich als erste Anzeichen der Erkrankung. Diese Symptome einer akuten 
katarrhalischen Rhinitis kommen jedoch auch im Rahmen einer Infektion mit B. 
bronchiseptica oder anderen Erregern vor und sind somit nicht spezifisch. Bei einer B. 
bronchiseptica-Infektion können diese Krankheitserscheinungen bereits in der ersten 
Lebenswoche auftreten, meistens erkranken jedoch Ferkel im Alter von drei bis vier 
Wochen oder Absetzer. Im Rahmen unkomplizierter Infektionen mit B. bronchiseptica 
klingen die Symptome nach einigen Wochen ab (De Jong, 1999). 
 
Ein weiteres durch P. multocida ausgelöstes Krankheitsbild ist die Pneumonische 
Pasteurellose. Sie wird als Sekundärinfektion im Anschluss an eine Infektion mit M. 
hyopneumoniae oder anderen bakteriellen oder viralen Erregern angesehen. 
Dementsprechend haben experimentelle Monoinfektionen bislang in nur wenigen Fällen 
pneumonische Lungenveränderungen bei Schweinen hervorgerufen (Schimmel, 1987; 
Bækbo, 1988; Pijoan & Fuentes, 1987; Hall et al., 1990). Die im Rahmen der 
pneumonischen Pasteurellose isolierten P. multocida-Stämme sind gewöhnlich nicht 
toxinbildend und vom Kapseltyp A (Pijoan et al., 1983, 1984; Zhao et al., 1992; Rubies 
et al., 2002; Davies et al., 2003) und nur selten toxinbildend und/oder vom Kapseltyp D 
(Pijoan et al., 1984; Choi et al., 2001; Rubies et al., 2002). Die klinische Ausprägung 
pneumonischer Veränderungen nach experimenteller Infektion ist abhängig von dem P. 
multocida-Stamm und dem Immunstatus der Tiere (Kielstein et al., 1977; Hall et al., 
1990). Auch B. bronchiseptica kann eine schwere Bronchopneumonie auslösen, die 
speziell junge Ferkel in den ersten Lebenstagen betrifft und üblicherweise im Winter 
auftritt (Whittlestone, 1982). Zudem wird das Bakterium nicht selten aus pneumonisch 
veränderten Lungen älterer Mastschweine isoliert. B. bronchiseptica wird in diesem 
Zusammenhang ebenfalls als Sekundärerreger eingestuft (De Jong, 1999). 
 
Untersuchungen von Schimmel (1992) zur Seroprävalenz von Antikörpern gegen P. 
multocida bei Sauen ergaben bei 60 % der untersuchten Altsauen und 33 % der 
untersuchten Jungsauen einen Nachweis von Antikörpern gegen den Kapseltyp A. Von 
den untersuchten Kolostrumseren waren bei den Altsauen 88 % und bei den Jungsauen 
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39 % seropositiv. Die vergleichsweise geringe Erkrankungsrate bei Ferkel von Altsauen 
in den ersten Lebenswochen lässt eine Protektion der Nachkommen durch die 
maternalen Antikörper sowie einen geringere Erregerausscheidung durch die Muttersau 
vermuten. Die Autoren beschrieben einen Abfall der maternalen Antikörpertiter gegen 
den Kapseltyp A zwischen der zweiten und siebten Lebenswoche. Ein erneuter Anstieg 
der Titer, im Sinne einer aktiven Immunantwort gegenüber dem Erreger, konnte ab der 
13. Lebenswoche beobachtet werden. Bei B. bronchiseptica  scheint die Anwesenheit 
passiver Antikörper im Serum von Ferkeln von natürlich mit toxinbildenden Stämmen 
infizierten Sauen vor Veränderungen der Nasenmuscheln zu schützen (Rutter, 1981), 
nicht jedoch vor einer Infektion (Kobisch & Pennings, 1989; Voets, 1990).  
 
2.1.7.2 Epidemiologie  
Sowohl P. multocida als auch B. bronchiseptica sind weit verbreitet und kommen bei 
verschiedenen Tierarten als Pathogen vor (De Jong, 1999). Die Übertragung von P. 
multocida erfolgt in erster Linie durch den direkten Nasenkontakt zwischen infizierten 
und nicht infizierten Schweinen oder auch aerogen (Thomson et al., 1992; Zhao et al., 
1992, 1993). Bei B. bronchiseptica findet die Erregerübertragung hauptsächlich über 
direkten Kontakt bzw. Tröpfcheninfektion statt. Zudem gilt bezüglich der Infektion von 
Ferkeln bei beiden Erregern die Muttersau als wichtige Infektionsquelle (De Jong, 1999).  
 
In eine naive Herde erfolgt die Einschleppung beider Erreger meist durch den Zukauf 
klinisch gesunder Keimträger (De Jong, 1999). Aufgrund der weiten Verbreitung 
insbesondere von nicht toxinbildenden P. multocida, stehen klinisch manifeste 
Krankheitserscheinungen vermutlich eher im Zusammenhang mit einem erhöhten 
Keimdruck, z.B. infolge unzureichender Haltungsbedingungen, als im Zusammenhang 
mit der Neueinschleppung des Erregers in eine Herde (Kielstein, 1987). Cameron et al. 
(1980) stellten fest, dass zum Zeitpunkt der Schlachtung das Vorhandensein von 
Infektionen mit B. bronchiseptica, das Vorkommen von Atrophischer Rhinitis oder 
Nasenmuschelatrophie weit übersteigt.  
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2.2 Erregerinteraktionen 
 
2.2.1 Interaktionen zwischen dem PRRSV und anderen respiratorischen 
Krankheitserregern 
 
Die Erkenntnis, dass das PRRSV allein als relativ gering pathogen angesehen werden 
kann und die Tatsache, dass das Virus in Alveolarmakrophagen repliziert und so 
möglicherweise die Abwehr des Wirtes beeinträchtigt, hat zu Überlegungen und 
Untersuchungen zur Interaktion mit anderen Krankheitserregern angeregt. 
 
Das Vorkommen von Interaktionen zwischen dem PRRSV und unterschiedlichen 
bakteriellen Erregern wurde von verschiedenen Forschergruppen untersucht. Während 
Galina et al. (1994) und Feng et al. (2001) bei Schweinen eine erhöhte Empfindlichkeit 
gegenüber S. suis Typ 2 nach vorangegangener PRRSV-Infektion feststellten, konnten 
Cooper et al. (1995) bei einer in gleicher Weise durchgeführten Doppelinfektionsstudie 
diese Beobachtung nicht bestätigen. Die Doppelinfektion mit dem PRRSV und M. 
hyopneumoniae führte im Vergleich zur Monoinfektion zur Zunahme der 
makroskopischen Lungenläsionen und der klinischen Symptome (Thacker et al., 1998, 
1999; Thanawongnuwech et al., 2004). Andere Autoren konnten eine derartige 
Interaktion hingegen nicht beobachten (Albina et al., 1995; van Alstine et al., 1996). Des 
Weiteren scheint zwischen B. bronchiseptica und dem PRRSV ein Synergismus zu 
existieren, der für Erreger wie A. pleuropneumoniae (Pol et al., 1997), P. multocida 
(Cooper et al., 1995; Carvalho et al., 1997) oder H. parasuis (Cooper et al., 1995; 
Solano et al., 1997; Segalés et al., 1999) bislang nicht nachgewiesen werden konnte. 
Untersuchungen von Van Guchten et al. (2003) zur Interaktion zwischen PRRSV und 
Lipopolysacchariden lassen vermuten, dass gram-negative Erreger wie Pasteurellen, 
Bordetellen, H. parasuis und A. pleuropneumoniae eine PRRSV induzierte Pneumonie 
möglicherweise verstärken können. Eine mögliche Erklärung für diesen Zusammenhang 
ergibt sich daraus, dass PRRSV für die Virusreplikation aktivierte Makrophagen benötigt 
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(Thanawongnuwech et al., 2004) und Lipopolysaccharide die Eigenschaft haben, eine 
solche Makrophanenaktivierung zu bewirken.  
 
Studien zur Interaktion zwischen dem PRRSV und anderen viralen Krankheitserregern 
erbrachten ebenfalls unterschiedliche Ergebnisse. Während Van Reeth et al. (1996, 
2001) abhängig vom Zeitabstand zwischen der Doppelinfektion mit dem PRRSV und 
dem Subtyp H1N1 des Influenzavirus A einen signifikanten Effekt hinsichtlich der 
Verstärkung der klinischen Symptomatik und der Wachstumsverzögerung der Schweine 
feststellen konnten, ließen andere Doppelinfektionsversuche mit beiden Erregern keine 
gegenseitige Beeinflussung erkennen (Brun et al., 1994; Pol et al., 1997). Die 
Inokulation mit dem PRV sieben Tage (Shibata et al., 2003; Narita & Ishi, 2004) bzw. 14 
Tage (Narita & Ishi, 2006) nach der Infektion mit dem PRRSV führte in den doppelt 
infizierten Versuchsgruppen in allen Fällen zur Verstärkung der klinischen Symptome 
und der pathologischen Veränderungen. Auch zwischen dem PRRSV und dem PCV 2 
wurde eine Erregerinteraktion nachgewiesen (Drolet et al., 2003; Pesch et al., 2003; 
Kyriakis, 2003). Die Untersuchungen von Gutiérrez-Martín et al. (2000) zur Prävalenz 
von Antikörpern gegen A. pleuropneumoniae, PRRSV, PRV und Influenzaviren ließen 
keine signifikante Assoziation zwischen dem Auftreten der einzelnen Antikörper 
erkennen. Klinische und serologische Verlaufsuntersuchungen bei Mastschweinen 
ergaben ebenfalls keine Hinweise auf eine Interaktion zwischen dem PRRSV einerseits 
und dem Influenzavirus A, M. hyopneumoniae, P. multocida oder A. pleuropneumoniae 
andererseits (Grosse Beilage, 1999). 
 
2.2.2 Interaktionen zwischen verschiedenen respiratorischen 
Krankheitserregern außer PRRSV  
 
Neben experimentellen Doppelinfektionen mit dem PRRSV und anderen porcinen 
Krankheitserregern wurden v.a. Untersuchungen zum Synergismus zwischen dem 
Influenzavirus A bzw. M. hyopneumoniae und weiteren respiratorischen 
Krankheitserregern  durchgeführt. 
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In experimentellen Untersuchungen zur Interaktion zwischen dem Influenzavirus A und 
dem PRC-Virus führte die Doppelinfektion mit beiden Erregern zum verstärkten 
Auftreten von klinischen Krankheitserscheinungen und pneumonischen 
Lungenveränderungen (Lanza et al., 1992; Van Reeth & Pensaert, 1994). Eine 
Interaktion zwischen dem Influenzavirus A und M. hyopneumoniae (Grosse Beilage, 
1999; Thacker et al., 2001; Yazawa et al., 2004), P. multocida (Grosse Beilage, 1999) 
sowie dem PCV 2 (Harms et al., 2001) wurde ebenfalls beschrieben. 
 
Die gegenseitige Beeinflussung von M. hyopneumoniae und P. multocida wurde anhand 
von Infektionsversuchen (Ciprian et al., 1988; Amass et al., 1994), 
Schlachtorganuntersuchungen (Falk et al., 1990; Ose & Tonkinson, 1990) sowie 
klinischen und serologischen Verlaufsuntersuchungen (Grosse Beilage, 1999) 
nachgewiesen. Auch die Ko-Infektion mit M. hyopneumoniae einerseits und A. 
pleuropneumoniae, H. parasuis oder dem PRV andererseits führte zur Verstärkung des 
klinischen Krankheitsbildes und der pathologischen Lungenveränderungen (Yagihaschi 
et al., 1984; Shibata et al., 1998a). Eine derartige Potenzierung wurde ebenfalls für die 
Doppelinfektion mit M. hyopneumoniae und dem PCV 2 beschrieben (Opriessnig et al., 
2004; Thacker, 2004). 
 
Als weitere Erregerinteraktionen sind die synergistische Bedeutung einer 
vorangegangenen Infektion mit B. bronchiseptica auf die nasale Besiedlung mit P. 
multocida (Brockmeier et al., 2001) und H. parasuis (Brockmeier, 2004) zu nennen. Des 
Weiteren konnte gezeigt werden, dass Schweine, die gleichzeitig mit dem PRV und P. 
multocida (Fuentes & Pijoan, 1987) oder H. parasuis (Narita et al., 1994) infiziert 
wurden, schwere Pneumonien entwickelten. Die Doppelinfektion mit dem PRV und S. 
suis (Iglesias et al., 1992) bzw. A. pleuropneumoniae (Sakano et al., 1993) führte im 
Vergleich zu den monoinfizierten Gruppen zur Verstärkung der klinischen Symptome 
und Zunahme der pathologischen Veränderungen. 
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2.3 Das Wildschwein als Erregerreservoir  
 
2.3.1 Sozialstruktur und Populationsdichte als wichtige Einflussfaktoren für 
die Verbreitung von Krankheitserregern  
 
Die Sozialstruktur der Wildschweine besteht grundlegend aus einer Gruppe verwandter 
subadulter (1-2 Jahre/Überläufer) und adulter Bachen (> 2Jahre) und deren Frischlingen 
(< 1 Jahr). Diese soziale Gruppe wird auch als Rotte bezeichnet. Nach Vollendung des 
ersten Lebensjahres verbleiben die Überläuferbachen meist für ein weiteres Jahr in ihrer 
Herde oder verlassen diese, wenn die adulten Bachen erneut Frischlinge bekommen. 
Zusammen mit anderen Überläuferbachen der ursprünglichen Rotte bilden sie eine 
neue soziale Gruppe, oder kehren im Herbst zusammen mit ihren neugeborenen 
Frischlingen zur ursprünglichen Rotte zurück (Dardallion, 1988). Überläuferkeiler 
verlassen die ursprüngliche Herde in der Regel wenn die adulten Bachen die nächste 
Frischlingsgeneration zur Welt bringen, bleiben aber bis zum Beginn der Jagdsaison im 
Herbst mit dieser in Kontakt. Danach beginnt ihre Verbreitung über Distanzen von 
teilweise mehr als 15 km (Baubet et al., 1998). Während adulte Keiler als Einzelgänger 
bezeichnet werden können und eher sesshaft sind, finden sich Überläuferkeiler häufig 
zu kleineren Gruppen zusammen (Fernandez-Llario, Carranza & Hidalgo de Trucios, 
1996). Nur zur Rauschzeit im Herbst gesellen sich die Keiler zu den weiblichen Gruppen 
zur Paarung hinzu.  
 
Während ein Revier im Sommer typischerweise ca. 500 bis 1000 ha umfasst, können in 
der Jagdsaison durch Abwanderung in Gebiete mit geringerem Jagddruck Distanzen 
von 5-10 km zurückgelegt werden. Sind die jüngeren Tiere einer Herde auf sich allein 
gestellt, z.B. durch Verlust der Leitbache und anderer adulter Bachen, sind 
Herdenbewegungen über Distanzen bis zu 50 km möglich. Das Zurücklegen weiter 
Strecken stellt jedoch eher eine Ausnahme dar, und liegt für weibliche Tiere bei maximal 
20 km, für männliche Tiere bei maximal 100 km (Truvé & Lemel, 2003). 
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Die Sozialstruktur von Wildschweinpopulationen kann die Ausbreitung von Krankheiten 
begünstigen. Zur Erregerübertragung ist oft nur ein kurzer Kontakt nötig, der innerhalb 
einer sozialen Gruppe, ebenso wie beim Zusammentreffen verschiedener Gruppen an 
künstlichen Futter- und Wasserstellen, sehr hoch ist (Vicente et al., 2004, 2005). Ein 
weiterer Aspekt ist die gesteigerte Reproduktionsrate nach dem Zusammenbruch einer 
Population (Okarma et al., 1995; Jedrzejewska et al., 1997; Massei et al., 1997) oder bei 
großem Futterangebot in Mastjahren bzw. bei künstlicher Fütterung (Bieber & Ruf, 
2005), die zum raschen Aufbau einer neuen empfänglichen Generation führt. 
Andererseits verläuft selbst KSP selbstbegrenzend, wenn eine kritische 
Populationsdichte nicht überschritten wird (Brunner et al., 2004). Hinsichtlich der 
Populationsdichte von Wildschweinen innerhalb Europas hat seit 1950 sowohl die 
Anzahl als auch die Verbreitung der Wildschweine stark zugenommen (Bieber & Ruf, 
2005). Allein Frankreich, Deutschland und Italien beherbergen hunderttausende von 
Wildschweinen (Saez- Royuela & Telleria, 1986; Artois et al., 2002). Dabei kann die 
Populationsdichte je nach Lebensraum, Jagdmanagement, Bestandsdichte nach dem 
Frischen und der Verfügbarkeit von hoch energetischem Futter oder auch Wasser 
sowohl räumlich als auch zeitlich stark variieren (Massei, Genov & Staines, 1996; 
Gortázar et al., 2006). 
 
Im Allgemeinen geht man davon aus, dass eine große Population zu einem lang 
anhaltenden Seuchengeschehen beiträgt, weil eine längere Zeit für die komplette 
Durchseuchung des gesamten Tierbestandes benötigt wird (Mollison & Levin, 1995; 
Hudson et al., 2002). Wenn der Landschaftsraum groß ist oder sich die Krankheit nur 
langsam verbreitet, kann hinter der ersten Epidemiewelle bereits eine neue 
empfängliche Generation heranwachsen und eine zweite, aufgrund immuner Alttiere 
jedoch schwächere Infektionswelle auftreten (Swington et al., 2002). In Bezug auf die 
Klassische Schweinepest wurden derartig wellenförmige Verläufe während einer 
Epidemie in Frankreich beobachtet (Laddomada, 2000). Unterschiede in der 
Populationsdichte sind möglicherweise ein Hauptargument für die Erklärung 
unterschiedlicher Epidemieverläufe. Während unterhalb einer kritischen  
Wildschweindichte der Kontakt zwischen infizierten und empfänglichen Tieren zu gering 
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ist und eine Infektion selbstlimitierend verläuft (Brunner et al., 2004), gewährleistet eine 
hohe Wildschweindichte die Aufrechterhaltung der Infektionskette (Kern et al., 1999; 
Rossi et al., 2005a, b). Zudem nimmt mit steigender Populationsdichte des Wirts auch 
die Virulenz von Krankheitserregern zu (Ewald, 1993). 
 
2.3.2 Die Epidemiologie der Virusübertragung am Beispiel der Klassischen    
Schweinepest 
 
Die Klassische Schweinepest (KSP) wird durch ein Pestivirus verursacht, das sowohl 
Haus- als auch Wildschweine (Sus Scrofa) infiziert (Moennig et al., 1999). Der Erreger 
hat noch mehr an wirtschaftlicher Bedeutung zugenommen, seitdem er in einigen 
Wildschweinpopulationen Europas endemisch geworden ist (Kramer-Schadt et al., 
2007). Während die Infektion in manchen Populationen selbstlimitierend verläuft (Ferrari 
et al., 1998; Fritzemeier et al., 1998), zirkuliert das Virus in anderen Herden jahrelang 
(Laddomada et al., 1994; Fritzemeier et al., 1998; Kern et al., 1999). 
 
Die Rolle des Wildschweins als Virusreservoir und mögliche Infektionsquelle für 
Hausschweine ist gut beschrieben. So konnten in Deutschland bis zu 60 % aller KSP-
Ausbrüche bei Hausschweinen auf infizierte Wildscheine oder infiziertes 
Wildschweinefleisch zurückgeführt werden. Warum das KSP-Virus in einigen 
Wildschweinpopulationen persistiert, ist bislang weitgehend unklar (Fritzemeier et al., 
2000). Jedoch wird im Rahmen natürlicher Infektionen die Persistenz eines Erregers im 
allgemeinen durch die Fähigkeit der Überbrückung der Zeitspanne erklärt, die zum 
Nachrücken empfänglicher Tieren durch Geburt, Zuwanderung oder Verlust der 
Immunität benötigt wird.  
 
Infizierte, Virus ausscheidende Hausschweine gelten als bedeutendste Quelle für die 
Virusverbreitung.  Die Erregerübertragung auf das Schwarzwild kann durch Kontakt mit 
infizierten Hausschweinen, infizierten Kadavern und Stallabprodukten (Gülle, Mist, 
Stallabgase), sowie durch Schlacht- und Küchenabfällen erfolgen. Auch Aas fressende 
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Tiere können zur Verbreitung beitragen. Auf der anderen Seite stellt infiziertes 
Schwarzwild ein temporäres Virusreservoir und damit ein potentielles Risiko für 
Hausschweinbestände dar (Dedek, 1994). Die Übertragung des KSP-Virus innerhalb 
einer Wildschweinrotte erfolgt durch direkten und indirekten Kontakt, insbesondere unter 
Frischlingen. Zwischen den Rotten wird das Virus durch Kontakte während der 
Rauschzeit, durch Kontakt mit umher streifenden Keilern sowie durch die Formung 
neuer sozialer Gruppen verbreitet (Kaden, 1999). Da der Erreger unter bestimmten 
Bedingungen mehrere Tage bis zu Wochen in der Umgebung überleben kann, trägt 
auch der Kontakt mit kontaminierten Exkreten und Kadavern zur Übertragung bei 
(Edwards, 2000; Ribbens et al., 2004; Dewulf et al., 2002b). Neben Insekten (Fliegen) 
als mögliche Vektoren (Dahle & Liess, 1992), wird auch eine Verbreitung des KSP-Virus 
mit dem Wind angenommen (Terpstra, 1987; Dewulf et al., 2002a). Beides scheint 
jedoch von untergeordneter Bedeutung zu sein. 
 
Eine Übersicht über die Übertragungswege des KSP-Virus innerhalb der 
Wildschweinpopulation bzw. von Wildschweinen auf Hausschweine ist den Abb. 1 und 
2.  zu entnehmen.  
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Abbildung 1: Mögliche Übertragungswege des KSP-Virus innerhalb der Schwarzwildpopulation (Kaden, 
1999). 
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Abbildung 2: Mögliche Übertragungswege des KSP-Virus von Wildschweinen auf Hausschweine (Kaden, 
1999). 
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Stämme, die bei kürzlich aufgetretenen Epidemien von Wild - und Hausschweinen 
isoliert wurden, zeichnen sich u.a. durch eine geringe Mortalität bei den erwachsenen 
Schweinen aus. Sie induzieren eine chronische Verlaufsform und werden durch 
infizierte Tiere über einen längeren Zeitraum ausgeschieden. Gleichzeitig wird durch 
das Überleben erwachsener Tiere eine ständige Reproduktion empfänglicher Individuen 
garantiert (Dahle & Liess, 1992). Kramer-Schadt et al. (2007) sehen in dem Vorkommen 
moderat virulenter Virusstämme in Verbindung mit der hohen Wildschweindichte den 
primären Grund für das Persistieren der KSP in Wildschweinpopulationen. 
 
Auch Eingriffe des Menschen im Rahmen der Tierseuchenbekämpfung wirken sich auf 
die Epidemiologie einer Infektionskrankheit aus. Zu den derzeitig durchgeführten 
Bekämpfungsmaßnahmen der KSP beim Wildschwein gehören zum einen ein 
angemessenes Jagdmanagement und zum anderen die orale Immunisierung. 
 
Für den Aufbau eines gesunden Wildbestandes wird häufig das Lüneburger Modell 
angeführt, dessen wesentliche Kernpunkte in dem anzustrebenden hohen Anteil an 
Frischlingen an der Jagdstrecke (über 70%) sowie dem Schonen alter Bachen, 
insbesondere der Leitbache, zu sehen sind (Teuwsen, 1980). In Deutschland liegen die 
Abschusszahlen für Frischlinge unter einem Jahr jedoch lediglich bei bis zu 50% 
(Depner, Kern & Liess, 1998). Nach Kaden (1999) hat der relativ geringe Abschuss von 
Frischlingen sowie der erhöhte Anteil von älteren Sauen an der Jagdstrecke einerseits 
zu einem weiteren Anstieg der Schwarzwildpopulation geführt und andererseits die 
Altersstruktur zugunsten jüngerer, für das KSP-Virus empfänglicher Tiere verschoben. 
Wie an den Beispielen Mecklenburg-Vorpommern und Brandenburg sichtbar wird, 
resultiert aus dem Abschuss alter (immuner) Sauen eindeutig eine Reduktion der 
Populationsimmunität (Depner et al., 1998; Kaden, 1998). Zudem können Fehler in der 
Bejagung (Abschuss der Leitbache) die Rottenstruktur zerstören und zum Wandern der 
Rotte, und somit zur Verbreitung der KSP in entferntere Regionen führen. Kaden (1999) 
sieht in der Kombination aus einer verstärkten Bejagung (insbesondere der Frischlinge) 
und Durchseuchung (Schonen der älteren Stücke) ein probates Mittel für die 
Eliminierung des KSP-Virus aus dem Schwarzwildbestand. 
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Die orale Immunisierung dient der Verbesserung der Gruppenimmunität (Kaden et al., 
2000). Obwohl klinische Studien gezeigt haben, dass die Impfung gegen KSP sehr 
effektiv ist (Kaden & Lange, 2001), kamen in Deutschland durchgeführte Feldstudien zu 
dem Ergebnis, dass die Immunisierung junger Wildschweine im Rahmen der meisten 
Impfkampanien unzureichend war (Kaden et al., 2002). Dies wurde einerseits auf die 
vergleichsweise geringe Köderaufnahme (< 50%) der am Ende der Hierarchie 
stehenden Jungtiere, andererseits auf die mögliche Interferenz mit der lang 
andauernden maternalen Immunität zurückgeführt (Kaden et al., 2000; Müller et al., 
2005). Gelingt es jedoch mittels oraler Immunisierung eine gleichbleibend hohe 
Antikörper-Rate von 60 % in einer Schwarzwildpopulation zu erreichen, ist nach Kaden 
et al. (2007) eine Tilgung der KSP innerhalb von ein bis zwei Jahren möglich. So konnte 
das Virus beispielsweise aus den Wildschweinpopulationen Niedersachsens und 
Baden-Württembergs eliminiert werden, während in den Bundesländern Rheinland-Pfalz 
und Mecklenburg-Vorpommern, die eine hohe Wilddichte zu verzeichnen haben, aktuell 
wieder Impfkampagnen stattfinden. 
 
2.3.3 Die Epidemiologie der Virusübertragung am Beispiel der Aujeszkyschen   
Krankheit 
 
Das Pseudorabiesvirus gehört zur Familie der Herpesviridae (Sabin, 1934) und gilt als 
Erreger der Aujeszkyschen Krankheit (Aujeszky, 1902). Während Equiden und höhere 
Primaten (einschließlich dem Menschen) weitgehend resistent gegenüber einer Infektion 
mit dem PRV sind, verläuft die Erkrankung der meisten Säugetiere innerhalb weniger 
Tage tödlich. Das Schwein hingegen wird als natürlicher Wirt und Hauptüberträger des 
Virus angesehen, bei dem die Letalität mit steigendem Alter abnimmt (Wittmann & 
Rziha, 1989). Das Virus besitzt die Fähigkeit in seinem natürlichen Wirt eine 
lebenslange latente Infektion zu etablieren (Alemañ et al., 2001). Diese Besonderheit 
der Herpesviren kann durch Reaktivierung latenter Infektionen mit nachfolgender 
Virusausscheidung zur Erregerpersistenz innerhalb einer Herde führen (Howarth, 1969; 
Davies & Beran, 1981) und stellt einen der wichtigsten Kernpunkte bezüglich der 
Epidemiologie der Aujeszkyschen Krankheit beim Wildschwein dar (Lutz et al., 2003; 
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Romero et al., 2003). Verschiedene Untersuchungen zur Prävalenz sowie 
Fallbeschreibungen der AK bei Wildschweinen (Dahle et al., 1993; Oslage et al., 1994; 
Müller et al., 1998; Lutz & Wurm, 1996; Gortázar et al., 2002; Lutz et al. 2003; Vincente 
et al., 2002) weisen auf ein endemisches Vorkommen des Erregers in 
Wildschweinbeständen hin (Lutz et al., 2003), das im Gegensatz zur KSP unabhängig 
von Ausbrüchen in Hausschweinbeständen zu sein scheint (Müller et al., 1998; Capua 
et al., 1997). In verschiedenen Regionen Ostdeutschlands, in denen das PRV in 
Wildschweinpopulationen natürlich zirkuliert, gibt es bislang keine Hinweise auf eine 
Virusübertragung auf Hausschweinbestände (Müller et al., 1998). Trotzdem kann ein 
potentielles Risiko für eine Übertragung nicht ausgeschlossen werden (Müller et al., 
2001).  
 
Die Übertragung des PRV kann sowohl oro-nasal (Müller et al., 1998; Romero et al., 
2003), als auch durch den Deckakt (Romero et al., 2003) erfolgen. Zudem wird 
vermutet, dass das Virus durch Kannibalismus und Aasfressen weiterverbreitet werden 
könnte (Hahn et al., 1997; Müller et al., 2000). Eine Verschleppung des Erregers als 
Aerosol über mehrere km ist ebenfalls möglich (Christensen et al., 1993). Die Infektion 
von Wildschweinen durch Hausschweine ist durch den Kontakt mit Abprodukten (Gülle, 
Mist, Stallabgase, Kadaver u.a.) infizierter Hausschweinebetriebe, infizierte Ratten, 
infiziertes Fleisch und Schlachtabfälle oder Mülldeponien möglich (Dedek, 1994). 
 
Die einmalige Infektion mit von Wildschweinen stammenden PRV-Stämmen induziert 
eine lang anhaltende aktive Immunität, die noch Jahre nach der Infektion passiv auf die 
Nachkommen übertragen wird. Frischlinge mit PRV spezifischen maternalen 
Antikörpern weisen diese länger als sechs Monate auf und scheinen daher nur von 
untergeordneter Rolle für die Virusübertragung innerhalb der  Wildschweinpopulation zu 
sein. Es wird angenommen, dass die Verbreitung des Virus hauptsächlich Ende 
November / Anfang Dezember erfolgt, wenn aufgrund der Rauschzeit Kontakte und 
Stress unter den Wildschweinen zunehmen (Müller et al., 2005). Das mit zunehmendem 
Alter steigende Risiko einer Infektion wird anhand der deutlichen Zunahme der 
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Seroprävalenz bei über 24 Monate alten Wildschweinen sichtbar (van der Leek et al., 
1993; Müller et al., 1998). 
 
Weitgehend unbekannt sind die Ausdehnung klinischer Erkrankungen und das 
Vorkommen latenter PRV-Infektionen bei Wildschweinen (van der Leek et al., 1993). 
Vor einigen Jahren wurde ein einzelner Ausbruch der AK in einer 
Wildschweinpopulation in Spanien beschrieben (Gortázar et al., 2002). In dem 
betroffenen Gebiet hatte die Wildschweindichte in den letzten Jahrzehnten kontinuierlich 
zugenommen (Gortázar et al., 2006). Bislang geht man jedoch davon aus, dass 
Wildschweine von einer PRV-Infektion in der Regel nicht ernsthaft betroffen sind, selbst 
bei Infektionsdosen, die bei Hausschweinen zu schweren Krankheitsfällen führen. 
Verschiedene Studie über die experimentelle Infektion von Wildscheinen mit dem PRV 
weisen auf einen subklinischen oder latenten Krankheitsverlauf hin und sprechen für 
eine niedrige Virulenz der von Wildschweinen stammenden Stämme (Tozzini et al., 
1982; Müller et al., 2001).  
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2.4 Das Vorkommen viraler und bakterieller (respiratorischer) 
Krankheitserreger beim Wildschwein 
 
Unter der Fragestellung, ob Wildschweine als Reservoir für verschiedene porcine 
Krankheitserreger von Bedeutung sind, wurden in den letzten Jahren vermehrt 
Untersuchungen zum Vorkommen verschiedener viraler und bakterieller Erreger in 
Wildschweinpopulationen durchgeführt. Dabei handelte es sich in der Regel um 
serologische Untersuchungen an erlegten Wildschweinen. Vereinzelt wurde auch von 
Erregerisolierungen und Fallbeispielen berichtet. 
 
2.4.1 PRRSV 
 
Oslage et al. (1994) wiesen in Deutschland erstmals PRRSV-Antikörper in zwei von 
insgesamt 482 (= 0,4 %) Serumproben von Wildschweinen nach, die in der Jagdsaison 
1991/1992 in Sachsen-Anhalt geschossen worden waren. Kurz darauf wurden in 
Frankreich in Regionen mit hoher Schweinedichte und hoher PRRSV-Prävalenz 
Wildschweinseren auf PRRSV-Antikörper untersucht und eine Seroprävalenz von 1,3 % 
ermittelt (Albina et al., 2000). Saliki et al. (1998) fanden innerhalb der 
Wildschweinpopulation von Oklahoma (USA) eine Seroprävalenz von 1,7 % vor. Andere 
Forschergruppen in Deutschland (Lutz & Wurm, 1996), Spanien (Vicente et al., 2002; 
Ruiz-Fons et al., 2006), Polen (Župančić et al., 2002), Slowenien (Vengust et al., 2006) 
und Kansas (USA) (Gipson et al., 1999) konnten bei Wildschweinen hingegen keine 
Serokonversion gegenüber dem PRRSV feststellen.  
Im Oktober 2005 wurde in Italien ein junges Wildschwein (35-40 kg) durch einen 
Wildunfall getötet. Obwohl die bei der Sektion festgestellten pathologischen 
Veränderungen ausschließlich traumatische Verletzungen waren, fiel das Ergebnis der 
PCR zum Nachweis von PRRSV positiv aus. Bei dem aus Lungengewebe isolierten 
Virus handelte es sich um einen Wildtypstamm mit 6,5 % Sequenzunterschied zum 
Lelystadvirus (Bonilauri et al., 2006).  
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Bislang existieren keine Berichte über klinische Symptome einer PRRSV-Infektion bei 
Wildschweinen (Albina, 1997). 
 
2.4.2 Influenzavirus A 
 
Serologische Daten zum Vorkommen von Influenzavirus A bei Wildschweinen liegen 
von verschiedenen europäischen Ländern vor. In Spanien konnten für den Subtyp H1N1 
Seroprävalenzen von 4 % und für H3N2 von 0 % (Vicente et al., 2002) ermittelt werden, 
während in Polen im Winter 1999/2000 für die Subtypen H1N1, H1N2 und H3N2 
Seroprävalenzen von 0,7 %, 1 % und 0 % und wenige Jahre zuvor für H1N1 und H3N2 
Prävalenzen von 24,1 % und 6,8 % festgestellt wurden (Markowska-Daniel & Pejsak, 
1999; Markowska-Daniel, 2003). Ferroglio et al. (2003) in Italien sowie Vengust et al. 
(2006) in Slowenien konnten hingegen bei den von ihnen untersuchten Wildschweinen 
keine Serokonversion gegenüber dem Influenzavirus A feststellen. In den USA ergaben 
Untersuchungen zum Subtyp H1N1 Seroprävalenzen von 11 % (n=120) und 75 % 
(n=20) (Saliki et al., 1998; Gipson et al., 1999).  
 
2.4.3 Bakterielle Krankheitserreger 
 
Derzeit existieren nur wenige serologische Daten zum Vorkommen bakterieller 
(respiratorischer) Krankheitserreger bei Wildschweinen. Vicente et al. (2002) 
untersuchten u.a. die Seroprävalenz von Antikörpern gegen M. hyopneumoniae, H. 
parasuis, S. suis Typ 1 und 2, E. rhusiopathiae und Salmonella Serogruppe B und C . 
Die Autoren konnten jedoch außer für E. rhusiopathiae (5 %) sowie Salmonella 
Serogruppe B (4 %) und C (3 %) keine Serokonversion gegenüber den anderen 
Bakterien feststellen. Untersuchungen von Vengust et al. (2006) mittels ELISA ergaben 
hingegen bei insgesamt 178 untersuchten Serumproben von erlegten Wildschweine u.a. 
folgende Prävalenzen: A. pleuropneumoniae 52 %, M. hyopneumoniae 21 %, H. 
parasuis 18 %.  
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Ein Fallbericht von Kaden et al. (2001) beschreibt das Auftreten von Atrophischer 
Rhinitis in einer Wildschweinrotte in Mecklenburg-Vorpommern. Anhand des 
Nachweises von toxinbildenden P. multocida vom Kapseltyp D wurde bei einem 11 
Monate alten Frischling mit klinischen Symptomen und Deformationen im Bereich des 
Gesichtsschädels eine Progressive Artrophische Rhinitis festgestellt. Zuvor waren in 
Deutschland durch Lutz (1988, 1996) und in einem Wildgatter in Österreich durch 
Steineck (1994) bereits Veränderungen am Gesichtsschädel von Wildschweinen als 
Folge einer Rhinitis Atrophicans beschrieben worden, ein Erregernachweis wurde 
jedoch nicht geführt. 
Verkühlen (2005) befasst sich in seiner Dissertation mit dem Vorkommen und der 
medizinischen Bedeutung von S. suis bei Wildschweinen in Nordwestdeutschland. Von 
den 200 beprobten Wildschweinen wurde bei 92,8 % der untersuchten Tonsillen ein 
kultureller Nachweis von S. suis erbracht. Die Prävalenz für den Serotypen 2 betrug 11 
% und unterschied sich stark in den 13 untersuchten Regionen (0 – 58 %).  
Aktuelle Untersuchungen von Olvera et al. (2007) beschreiben die Isolierung von 2 
verschiedenen H. parasuis-Stämmen und weiteren NAD-abhängigen Pasteurellaceae 
(A. minor und A. indolicus) aus Nasentupfern von 42 erlegten Wildschweinen. Auf Basis 
der Genotypisierung beider H. parasuis-Stämme wurden diese als nicht virulent 
eingestuft, mit der Vermutung, dass sie zum natürlichen Keimspektrum des 
Respirationstraktes von Wildschweinen gehören könnten.     
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3. Material und Methoden 
 
3.1 Probenmaterial 
 
Das im Rahmen der Dissertation untersuchte Probenmaterial stammt von 
Wildschweinen aus den Bundesländern Baden-Württemberg, Bayern, Saarland, 
Rheinland-Pfalz, Hessen, Thüringen, Sachsen, Nordrhein-Westfalen, Sachsen-Anhalt, 
Brandenburg, Berlin, Mecklenburg-Vorpommern, Schleswig-Holstein und 
Niedersachsen. Aus 33 Revieren gingen insgesamt 361 Wildschweine in die 
Untersuchung ein, von denen 361 Lungen- und Tonsillenproben entnommen wurden. 
Die beprobten Reviere der jeweiligen Bundesländer, die Anzahl der untersuchten 
Wildschweine, sowie das Probenentnahmedatum sind der Tabelle 2 zu entnehmen. 
Abbildung 3 zeigt ergänzend die geographische Lage der Reviere innerhalb der 
Bundesländer. 
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Tabelle 2: Daten zu Probenumfang und Entnahmedatum 
Anzahl Reviere  Anzahl Tiere  Zeitraum Deutschland 
 
 
33 361 06.10.2004-07.01.2006 
Bundesland Revier-Nr. Anzahl Tiere je Revier 
Datum der 
Probenentnahme 
1  2 11.12.2004 
2 20 17.12.2004 Baden-Württemberg 
19 8 25.11.2005 
3 6 09.10.2004 
4 9 04.12.2004 Bayern 
20 15 19.11.2005 
5 19 19.11.2004 Saarland 
21 11 11.11.2005 
6 8 06.10.2004 
7 11 15.11.2004 Rheinland-Pfalz 
22 11 07.01.2006 
8 12 30.10.2004 
9 5 06.12.2004 Hessen 
23 13 05.11.2005 
10 6 27.11.2004 Thüringen 
24 20 30.11.2005 
11 10 13.11.2004 Sachsen 
25 11 03.12.2005 
12 15 03.12.2004 
26 7 29.10.2005 
27 3 12.11.2005 
Nordrhein-Westfalen 
28 5 02.12.2005 
13 8 22.10.2004 Sachsen-Anhalt 
29 21 05.11.2005 
14 18 11.11.2004 Niedersachsen 
30 12 17.12.2005 
15 15 05.11.2004 Brandenburg 
31 10 22.10.2005 
Berlin 16 4 03.11.2004 
17 10 26.11.2004 Mecklenburg-Vorpommern 
32 17 19.11.2005 
18 8 24.11.2004 Schleswig-Holstein 
33 11 23.11.2005 
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Abbildung 3: Geographische Lage der untersuchten Reviere. Die Nummern innerhalb der Kreise 
bezeichnen die Reviernummern aus Tab. 2.  
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3.1.1 Entnahme und Konservierung 
  
Alle beprobten Wildschweine stammen von Treibjagden aus den Wintern 2004/2005 
und  2005/2006. Die erlegten Tiere wurden an speziellen Sammelplätzen oder direkt vor 
Ort aufgebrochen. In Rheinland-Pfalz fand das Aufbrechen an zentralen, im Rahmen 
von § 14a der Schweinepestverordnung eingerichteten Stellen, statt. Es folgte die 
Kennzeichnung der einzelnen Wildschweine, deren Zahnaltersbestimmung, sowie die 
Schätzung des Körpergewichtes. Die anschließend entnommenen Organproben wurden 
auf Eis transportiert und bis zur Probenverarbeitung bei –20°C gelagert. Das gekühlte, 
für die bakteriologische Untersuchung entnommene Tonsillengewebe wurde zur 
Untersuchung an das ´Institut für Hygiene und Infektionskrankheiten der Tiere´ der 
Justus-Liebig-Universität Gießen gegeben. 
 
3.1.2 Zahnaltersbestimmung 
 
Die Altersschätzung erfolgte über die Beurteilung des Zahnwechsels der erlegten 
Wildschweine. Dazu wurde das in Tabelle 3 aufgeführte Schema herangezogen, das 
trotz individueller Unterschiede und einer großen Variationsbreite hinsichtlich des 
Wechsels einzelner Zähne eine monatsgenaue Altersschätzung erlaubt (Stubbe, 2001). 
 
3.1.3 Gewichtsschätzung 
 
Die Gewichte der einzelnen Tiere wurden durch die Jäger geschätzt, oder mit Hilfe einer 
Federwaage ermittelt. 
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3.2 Bearbeitung des Probenmaterials 
 
3.2.1 DNA / RNA Isolierung aus Lungengewebe und Tonsillen  
 
Die DNA/RNA-Isolierung aus Lungengewebe und Tonsillen erfolgte mit dem QIAamp® 
Viral RNA Mini Kit (Fa. QIAGEN, Hilden).  
Das bei –20°C tiefgefrorene Probenmaterial wurde et wa 10-15 min bei Raumtemperatur 
angetaut. Anschließend erfolgte für die Isolierung der Nukleinsäuren die Entnahme von 
ca. 140 mg Gewebe aus dem Kern des Probenmaterials. Das Gewebestück wurde in 
ein 2,0 ml Eppendorfgefäß überführt  und mit 560 µl AVL-Puffer inklusive Carrier-RNA 
vermischt. Nach Zugabe einer Stahlkugel (Durchmesser 5 mm) wurde die Probe in der 
Kugelmühle MM 300 (Fa. Retsch, Haan) 2 min bei 25 Hz homogenisiert und mindestens 
10 min bei Raumtemperatur inkubiert. Anschließend wurden die Proben nach Zugabe 
von 560 µl 96 %igem Ethanol (Fa. Roth, Karlsruhe) 15 s mittels Vortexer gemischt und  
3 min  bei  16000 x g  zentrifugiert. Von dem DNA/RNA-haltigen Überstand wurden 630 
µl auf eine Säule mit Silicagelmembran (Qiagen spin collum)  pipettiert und 1 min  bei 
7000 x g  zentrifugiert. Nach Überführen der Säule in ein sauberes 2 ml 
Sammelröhrchen wurde der beschriebene Schritt mit dem verbliebenem Überstand 
wiederholt. Zum Entfernen möglicher Kontaminanten (Proteine, Nukleasen, Inhibitoren) 
wurden die an die Silicamembran gebundenen Nukleinsäuren zweimal gewaschen. 
Zunächst erfolgte die Zugabe von 500 µl des Waschpuffers AW1 und eine einminütige 
Zentrifugation  bei 7000 x g,  und anschließend der zweite Waschschritt mit 500 µl des 
Waschpuffers AW2 und eine dreiminütige Zentrifugation bei 16000 x g. Zum Eluieren 
der gereinigten, an die Silicagelmembran gebundenen Nukleinsäuren wurde die Säule 
in ein RNAse-freies 1,5 ml Eppendorfgefäß gesetzt, nach Zugabe von 60 µl RNAse-
freiem AVE Puffer für 5 min bei Raumtemperatur inkubiert und anschließend 1 min bei 
7000 x g zentrifugiert. Die so gewonnene DNA/RNA wurde photometrisch auf Quantität 
und Qualität überprüft (Ultrospec 1100 pro, Amersham Bioscience, Freiburg) und bis zur 
Weiterverarbeitung  bei – 20°C gelagert.  
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3.2.2 Probenbearbeitung im Rahmen der bakteriologische Untersuchungen 
 
Ein ca. 1 cm³ großes Stück des gekühlten Tonsillengewebes wurde in ein steriles 1,5 µl 
Eppendorfgefäß überführt und an das ´Institut für Hygiene und Infektionskrankheiten der 
Tiere´ der Justus-Liebig-Universität Gießen weitergeleitet. Dort erfolgte die 
bakteriologische Untersuchung der insgesamt 302 Tonsillenproben, insbesondere auf α-
hämolysierende Steptokokken, B. bronchiseptica und P. multocida. P. multocida-
Kolonien wurden anschließend mittels PCR auf das Vorhandensein toxinbildender 
Stämme untersucht. Dazu wurde eine einzelne Kolonie mit Hilfe einer sterilen Öse von 
der jeweiligen Blutagarplatte entnommen und die Bakterien-DNA nach der unter 3.2.1 
beschriebenen Methode isoliert. 
 
3.3 PCR 
 
3.3.1 Nachweis von PRRSV und Influenzavirus A 
  
Der Nachweis von PRRSV und Influenzavirus A erfolgte mittels RT-Multiplex-PCR. Nach 
der RT-PCR wurde zur Steigerung der Sensitivität und Spezifität eine Nested PCR 
durchgeführt, die gleichzeitig eine Differenzierung von nordamerikanischen und 
europäischen PRRSV-Isolaten erlaubte. Für die RT-PCR wurde ein Premix hergestellt 
(Tab. 4) und 18 µl des Premixes auf PCR-Gefäße verteilt. Anschließend wurden 2 µl der 
Probe (ca. 100 ng Nukleinsäure/µl) zupipettiert. Als Negativkontrolle wurde an Stelle der 
Probe nur AVE Puffer zugefügt und als Positivkontrolle für PRRSV ein in-vitro- 
Transkript des klonierten Amplifikates und für Influenzavirus A genomische RNA. 
Ebenso wurde bei jeder PCR eine Inhibitorkontrolle mitgeführt, die aus Probe und 
zugesetzter Positivkontrolle bestand. Hierdurch sollten in der Probe eventuell 
vorhandene Inhibitoren festgestellt werden.  
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Tabelle 3: Zusammensetzung des für die RT-PCR verwendeten Premixes 
Reagenzien Menge (µl) 
Mastermix bestehend aus: 15,48 
5 x GOLD Puffer 4,00 
dNTP-Mix (10 mM) 1,60 
MgCl (25 mM) 1,60 
DTT (100 mM) 1,00 
RNAse freies Wasser 7,28 
Primermix (5 µM je Primer) 2,00 
Enzymmix bestehend aus: 0,52 
Ampli Taq Gold Hot Start Polymerase (5 U/µl) 0,20 
MuLV Reverse Transcriptase (50 U/µl) 0,12 
RNase Inhibitor (20 U/µl) 0,20 
Gesamtvolumen (ohne RNA) 18,00 
 
 
Die Nested PCR wurde im Anschluss an die RT-PCR durchgeführt. Der 10 µl 
Reaktionsansatz setzte sich aus einem Premix  (Tab. 5), sowie 1 µl des RT-PCR 
Reaktionsansatzes zusammen. 
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Tabelle 4: Zusammensetzung des für die Nested PCR verwendeten Premixes 
Reagenzien Menge (µl) 
Mastermix bestehend aus: 8 
Loading Dye (Auftragspuffer) 1 
2X Multiplex PCR Mastermix  5 
RNAse-freies Wasser 2 
Primermix (14 µM)* 1 
Gesamtvolumen (ohne DNA) 9 
*PRRSV3/4 und IAPF2/IAPR2: 2 µM je Primer und PRRSV-NA1/2: 3 µM je Primer 
  
Die zur Vervielfältigung der Influenzavirus A- und PRRSV-spezifischen 
Sequenzabschnitte  verwendeten Primerpaare der RT-PCR sind in Tabelle 6 dargestellt. 
Die Amplifizierung erfolgte unabhängig vom Influenzavirus A-Subtyp (IAPF1/IAPR1) 
bzw. PRRSV-Genotyp (PRRSV1/2). Tabelle 7 zeigt die in der Nested PCR eingesetzten 
Primer, mit dem Influenzavirus A-Subtyp unabhängigen Primerpaar IAPF2/IAPR2 und 
den spezifischen Primerpaaren für europäische (PRRSV3/4) und amerikanische 
(PRRSV-NA1/2) PRRSV-Isolate.  
 
Tabelle 5: Primer zur Amplifikation eines Influenzavirus A-spezifischen und eines PRRSV- spezifischen 
Sequenzabschnittes 
Name 5´-3´-Sequenz Amplifikat- Länge (Bp) Quelle 
PRRSV1 5´-CAA CCT CCT GTA TGA ACT TGC-3´ 
PRRSV2 5´-AGG TCC TCG AAC TTG AGC TG-3´ 
258 Gilbert et al., 1997¹ 
IAPF1 5´-CTA AGG CTA TGG AAC AGA TGG-3´ 
IAPR1 5´-GAT CAA GAA TCC ACA ATA TCA GG-3´ 
265 
nach Willems 
(unveröffent-
licht)² 
¹ PRRSV1 am 5'-Ende um 3 Basen verlängert, ² Siehe auch Ellis & Zambon, 2001  
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Tabelle 6: Primer zur Amplifikation eines Influenzavirus A-spezifischen sowie eines  PRRSV (europäisch)- 
und PRRSV (amerikanisch)-spezifischen Sequenzabschnittes 
Name 5´-3´-Sequenz Amplifikat- Länge (Bp) Quelle 
PRRSV3 5´-CTG TAT GAA CTT GCA GGA TG-3´ 
PRRSV4 5´-CGA CAA TAC CAT GTG CTG-3´ 
186 Gilbert et al., 1997¹  
PRRSV-NA1 5´-GGC GCA GTG ACT AAG AGA-3´ 
PRRSV-NA2 5´-GTA ACT GAA CAC CAT ATG CTG-3´ 
108 Gilbert et al., 1997  
IAPF2 5´-AAC AAT TGG GAC TCA TCC TAG C-3´ 
IAPR2 5´-ATA TCA GGT GCA AGA TCC CAA-3´ 
156 
nach Willems 
(unveröffent-
licht)² 
¹ PRRSV3 am 5'-Ende um 2 Basen verlängert, PRRSV4 am 5'-Ende um 2 Basen gekürzt  
² Siehe auch Ellis und Zambon, 2001 
 
Die reverse Transkription und Amplifikation fand in einem Gradienten-Cycler (T-
Gradient, Fa. Whatman Biometra, Göttingen) nach den in Tabelle 8 und 9 aufgeführten 
Zyklusbedingungen  statt.  
 
Tabelle 7: PCR-Bedingungen  für die RT-PCR 
Schritt Temperatur [°C] Zeit Funktion Anzahl  
1 48 30 min Reverse Transkription 1 x 
2 95 10 min 
Denaturierung und   
Aktivierung der Taq-
Polymerase  
1 x 
3 94 20 s Denaturierung   
4 55 20 s Annealing 20 x 
5 72 30 s Extension   
6 72 7 min Final Extension 1 x 
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Tabelle 8:
 
PCR-Bedingungen  für die Nested PCR 
Schritt Temperatur [°C] Zeit Funktion Anzahl 
1 95 15 min 
Denaturierung und   
Aktivierung der Taq-
Polymerase 
1 x 
2 94 30 s Denaturierung  
3 55 90 s Annealing 30 x 
4 72 60 s Extension  
5 72 10 min Final Extension 1 x 
 
3.3.2 Nachweis von M. hyopneumoniae, A. pleuropneumoniae und H. parasuis  
 
Während der Nachweis von M. hyopneumoniae (MHP) und A. pleuropneumoniae (APP) 
in einer Multiplex-PCR erfolgte, wurden H. parasuis (HPS) in einer separaten PCR 
nachgewiesen. Die PCR- und Zyklusbedingungen waren dabei bis auf eine Ausnahme 
identisch (siehe Tab. 12). Bei allen PCRs setzte sich der Reaktionsansatz von 
insgesamt 20 µl aus dem gleichen Mastermix, den jeweiligen in Tabelle 11 
beschriebenen Primern und 2 µl der Probe (ca. 100 ng DNA/µl) zusammen (Tab. 10).  
 
Tabelle 9: Zusammensetzung des Premixes 
Reagenzien Menge (µl) 
Mastermix bestehend aus: 16 
Loading Dye (Auftragspuffer) 2 
2X Multiplex PCR Mastermix  10 
RNAse-freies Wasser 4 
Primermix (4 µM/Primerpaar) 2 
Gesamtvolumen (ohne DNA) 18 
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Die zur Amplifikation der MHP-, APP- und HPS- spezifischen Sequenzabschnitte 
verwendeten Primer sind in der Tabelle 11 dargestellt.  
 
Tabelle 10: Primer zur Amplifikation eines MHP- (MHP1/2), APP- (APP1S/1AS) und HPS - (HPSF/R) 
spezifischen Fragments 
Name 5´-3´-Sequenz Amplifikat- Länge (Bp) Quelle 
MHP1 5´-GCG ATC CAA ATC AGT GTG AGC-3´ 
MHP2 5´-CAG GCT TAG ATA TTC GCC GAT C-3´ 
676 nach Willems (un- 
veröffentlicht) 
APP1S 5´-TGG CAC TGA CGG TGA TGA T-3´ 
APP1AS 5´-GGC CAT CGA CTC AAC CAT-3´ 
442 Cho & Chae, 2003 
HPSF 5´-TGA TGA GGA AGG GTG GTG T-3´ 
HPSR 5´-GGC TTC GTC ACC CTC TGT-3´ 
821 Oliveira et al., 2001¹ 
¹ HPSF um eine Base am 5'-Ende gekürzt 
 
Tabelle 11: Zyklusbedingungen für die MHP/APP-  und HPS -PCR 
Schritt Temperatur [°C] Zeit Funktion Anzahl 
1 95 15 min Denaturierung und Taq Aktivierung 1 x 
2 94 30 s Denaturierung 
3 60* 90 s Annealing 
4 72 60 s Extension 
35 x 
5 72 10 min Final Extension 1 x 
*Bei der Amplifikation der HPS-spezifischen Sequenz wurde eine Annealing-Temperatur von 63°C 
gewählt. 
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3.3.3 Nachweis toxinbildender P. multocida 
 
Die Differenzierung der im Rahmen der bakteriologischen Untersuchung 
nachgewiesenen P. multocida in toxinbildende und nicht toxinbildende Stämme erfolgte 
durch eine Touchdown-PCR,  bei der die Spezifität der Primer-Bindung durch 
zyklusweise Annäherung der Annealing-Temperatur an die zu erwartende 
Schmelztemperatur des Primers (Tm) erhöht wird. Zur Herstellung des Premixes wurden 
die in Tabelle 10 aufgeführten Reagenzien sowie die in Tabelle 14 dargestellten Primer 
in den angegebenen Mengenverhältnissen verwendet. Tabelle 13 gibt die 
Zyklusbedingungen unter denen der Erregernachweis durchgeführt wurde wieder.  
 
Tabelle 13: Zyklusbedingungen für die P. multocida-PCR 
Schritt Temperatur [°C] Zeit  Funktion Anzahl 
1 95 15 min Denaturierung und Taq Aktivierung 1 x 
2 95 30 s Denaturierung 
3 65* 90 s Annealing 
4 72 60 s Extension 
9 x 
5 95 30 s Denaturierung 
6 55 90 s Annealing 
7 72 60 s Extension 
30 x 
8 72 10 min  Final Extension 1 x 
*Nach  jedem  Zyklus wurde die Annealing-Temperatur um 1°C gesenkt.  
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Tabelle 14: Primer zur Amplifikation eines für toxinbildende P. multocida spezifischen DNA-Abschnittes 
Name 5´-3´-Sequenz 
Amplifikat- 
Länge (Bp) Quelle 
PM1 5´-TGG TCA GAT GAT GCT AGA TAC TCC-3´ 
PM2 5´-CCA AAC AGG GTT ATA TTC TGG AC-3´ 340 
Kamp et al., 
1996¹ 
¹ PM1 am 5'-Ende um eine Base verlängert 
 
3.4 Gelelektrophorese 
 
Die Auftrennung der PCR-Amplifikate von PRRSV (europäisch und amerikanisch) und 
Influenzavirus A erfolgte in  2 %igen, die  von A. pleuropneumoniae, M. hyopneumoniae 
und H. parasuis  in 1 %igen Agarosegelen (Agarose NEEO [Roth, Karlsruhe])  bei einer 
Spannung von 100 V für 20 min. Als Laufpuffer diente 1x TAE. Die Geltaschen wurden 
jeweils mit 5 µl des PCR-Produktes geladen. Eine 100 Bp-Leiter (Roth, Karlsruhe) 
diente als  Größenstandard.  
 
3.5 Photodokumentation   
 
Bilder der Ethidiumbromid gefärbten Gele wurden digital aufgenommen (Canon G2 
Power-Shot, Canon Inc., Tokio, Japan), analysiert und archiviert (BioDoc Analyze, 
Whatman Biometra, Göttingen).   
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3.6 Sequenzierungsarbeiten 
 
Für den Vergleich der amplifizierten PRRSV-Sequenzen der untersuchten 
Wildschweinproben mit bereits analysierten, in der Gendatenbank GeneBank© 
gespeicherten Sequenzen von Hausschweinen wurden die PRRSV-Amplifikate 
(europäischer und amerikanischer Genotyp) einer positiven Probe sequenziert.   
 
3.6.1 Nested PCR 
 
Um eine ausreichende Menge an Amplifikat zu erhalten wurden die Amplifikate der 
PRRSV-positiven Probe 1/100 verdünnt und hiervon 5 µl reamplifiziert. Die 
Reamplifikation der PCR-Produkte wurde für amerikanische und europäische PRRSV-
Isolate in getrennten PCR-Ansätzen mit einem Volumen von je 50 µl durchgeführt (Tab. 
15).  
 
Tabelle 12: Zusammensetzung des für die Nested PCR verwendeten Premixes 
Reagenzien Menge (µl) 
Mastermix bestehend aus: 40 
Loading Dye (Auftragspuffer) 5 
2X Multiplex PCR Mastermix  25 
RNAse-freies Wasser 10 
Primermix (4 µM/Primerpaar) 5 
Gesamtvolumen (ohne DNA) 45 
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3.6.2 Aufreinigung der PCR-Amplifikate  
 
Im Anschluss an die Nested PCR wurden die reamplifizierten PCR-Produkte mit 
ExoSAP-IT® PCR Clean-up (USB Corporation, Cleveland, USA) nach den Angaben des 
Herstellers aufgereinigt. ExoSAP-IT® beinhaltet die zwei hydrolytischen Enzyme 
Exonuklease I und Alkalische Phosphatase, die überschüssige Primer abbauen und 
Nukleotide dephosphorylieren. Zu 20 µl des PCR-Ansatzes wurden 8 µl ExoSAP-IT® 
pipettiert, gemischt und die PCR-Gefäße für 15 min im vorgeheizten T-Gradienten-
Cycler (Whatman Biometra, Göttingen) bei 37°C inkub iert. Die Enzyme wurden 
anschließend bei 80°C für 15 min inaktiviert.  
 
3.6.3 Sequenzierung 
 
Die Sequenzierung des aufgereinigten europäischen und amerikanischen PRRSV-
Amplifikates erfolgte durch die GATC Biotech AG (Konstanz, Deutschland). 
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4. Ergebnisse 
 
Von insgesamt 361 Wildschweinen wurden Gewebeproben von Tonsillen und Lungen 
mittels PCR und Erregerkultur auf verschiedene pneumopathogene Krankheitserreger 
untersucht. 
 
4.1 Darstellung der Krankheitserreger mittels Agarose-Gelelektrophorese 
 
Durch die Amplifikation der PRRSV (europäisch und amerikanisch)- und Influenzavirus 
A- spezifischen Sequenzabschnitte entstanden bei der Gelelektrophorese drei 
charakteristische Banden mit einer Länge von 186 (PRRSV europäisch), 108 (PRRSV 
amerikanisch) und 156 (Influenzavirus A) Basenpaaren. Die Abbildung 4 zeigt ein 
PRRSV- / Influenzavirus A-spezifisches Bandenmuster der Multiplex-Nested-PCR: 
positiv getestete Proben finden sich für PRRSV (europäisch und amerikanisch) allein 
auf Spur 1, 4, 7 und 10, für Influenzavirus A allein auf Spur 6, 9 und 11 und für alle drei 
Erreger auf Spur 12. Die Spuren 2, 3, 5 und 8 weisen PRRSV bzw. Influenzavirus A 
negative Proben auf. 
 
 
Abbildung 4 : Typisches Bandenmuster der PRRSV- / Influenzavirus A-Multiplex-Nested-PCR. Spur 1-12 
Proben X 07L - X 18L (in angegebener Reihenfolge), Spur 13 Positivkontrolle, Spur 14 Größenstandard 
(Angaben in Basenpaaren). Die Negativkontrolle befand sich auf Spur 9 in Reihe 2 (nicht abgebildet). 
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Die Amplifikation der spezifischen Sequenzabschnitte für M. hyopneumoniae, A. 
pleuropneumoniae und H. parasuis führte nach Auftrennung der Fragmente in der 
Gelelektrophorese zur Abbildung von drei charakteristischen Banden mit einer Länge 
von 676 (MHP), 442 (APP) und 821 (HPS) Basenpaaren. 
 
Die Abbildung 5 zeigt ein MHP- / APP-spezifisches Bandenmuster der Multiplex-PCR:  
positiv getestete Proben sind für MHP allein auf Spur 1, 2, 4 und 5, für APP allein auf 
Spur 9 und für beide Erreger auf Spur 3, 6 und 7 sichtbar. Auf den Spuren 8, 10, 11 und 
12 befinden sich MHP bzw. APP negative Proben.   
 
 
Abbildung 5: Typisches Bandenmuster der MHP- / APP-Multiplex-PCR. Spur 1-12 Proben I2 20T, II1 
01T – II1 06T, II2 01T – II2 05T (in angegebener Reihenfolge), Spur 13 Positivkontrolle, Spur 14 
Größenstandard (Angaben in Basenpaaren). Die Negativkontrolle befand sich auf Spur 13 in Reihe 2 
(nicht abgebildet). 
 
 
Abbildung 6 lässt ein HPS-spezifisches Bandenmuster erkennen: HPS positive Proben 
befinden sich auf Spur 8, 9 und 11, HPS negative Proben auf Spur 1-7 und 10. 
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Abbildung 6: Typisches Bandenmuster der HPS-PCR. Spur 1-11 Proben V1 06L – V1 12L,  V2 01L - V2 
04L (in angegebener Reihenfolge), Spur 12 Positivkontrolle, Spur 13 Negativkontrolle, Spur 14 
Größenstandard (Angaben in Basenpaaren).  
 
 
4.2  Virale respiratorische Krankheitserreger  
 
4.2.1 PRRSV 
 
4.2.1.1 Prävalenzen 
Im Gegensatz zur insgesamt weiten Erregerverbreitung von APP, MHP und HPS (s.u.) 
beschränkte sich der Nachweis des PRRSV (europäisch bzw. amerikanisch) auf die 
Bundesländer Schleswig-Holstein, Mecklenburg-Vorpommern, Niedersachsen, 
Brandenburg, Baden-Württemberg und das Saarland.  
 
Prävalenzen ergaben sich lediglich für die Jagdsaison 2004/2005, mit höheren Werten 
für die nördlichen Bundesländer. Die durchschnittlichen Erregerprävalenzen für beide 
Untersuchungszeiträume betrug 5,5 % für das europäische bzw. 3,6 % für das 
amerikanische PRRSV. Das prozentuale Vorkommen für das europäische PRRSV lag in 
Schleswig-Holstein bei 50 %, Mecklenburg-Vorpommern bei 30 %, Niedersachsen bei 
27,8 % und Brandenburg bei 40 %. Für das amerikanische PRRSV wurden Prävalenzen 
von 25 % in Schleswig-Holstein, 27,8 % in Niedersachsen und 33,3 % in Brandenburg 
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ermittelt. In den südlichen Bundesländern fielen die Prävalenzen mit 4,5% in Baden-
Württemberg (PRRSV europäisch und amerikanisch) und 5,3% im Saarland (PRRSV 
europäisch) vergleichsweise niedrig aus (Abb. 7).  
 
Hervor zu heben sind die drei Reviere mit den Nummern 5/21, 14/30 und 18/33, welche 
sowohl im Winter 2004/2005 als auch 2005/2006 in die Untersuchung eingingen. 
Während in der ersten Jagdsaison europäisches und auch amerikanisches PRRSV 
nachgewiesen wurde, waren die in der zweiten Jagdsaison untersuchten Wildschweine 
PRRSV-RNA negativ (Abb. 8 und 9).   
 
Prävalenzen des europäischen und amerikanischen PRRSV 
in den Bundesländern (Jagdsaison 2004/2005)
0,0
20,0
40,0
60,0
in
 
%
PRRSV (europ.) 4,5 0,0 5,3 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 27,8 40,0 0,0 30,0 50,0 11,3
PRRSV (amerik.) 4,5 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 27,8 33,3 0,0 0,0 25,0 6,5
BaWü Bay Saa RhPf Hes Thü Sach NRW SaAn NS Bra Ber MVP SH Gesa
mt
 
Abbildung 7: Prävalenzen für das europäische und das amerikanische PRRSV in den untersuchten 
Bundesländern in der Jagdsaison 2004/2005. 
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Abbildung 8: Prozentuales Vorkommen des europäischen PRRSV in den untersuchten Revieren 
(Jagdsaison 2004/2005 und 2005/2006). 
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Abbildung 9: Prozentuales Vorkommen des amerikanischen PRRSV in den untersuchten Revieren 
(Jagdsaison 2004/2005 und 2005/2006). 
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4.2.1.2 Gewebeverteilung 
RNA des europäischen PRRSV wurde zu 95,2 % aus Lungen- und zu 4,8 % aus 
Tonsillenproben nachgewiesen. Dabei waren bei keinem der positiven Wildschweine 
beide Gewebe gleichzeitig positiv. Die RNA des amerikanischen PRRSV stammte zu 
100 % aus Lungenproben (Abb. 10). 
 
0%
50%
100%
Prozentuale Erregerverteilung auf 
Tonsillen- und Lungengewebe
nur Tonsillen positiv 81% 20% 42% 18% 5% 0%
beide Gew ebe positiv 12% 54% 52% 0% 0% 0%
nur Lunge positiv 7% 26% 6% 82% 95% 100%
APP MHP HPS SIV PRRSV (europ.)
PRRSV 
(amerik.)
 
Abbildung 10: Erregerprävalenzen in Tonsillen und Lungengewebe. 
 
 
 
4.2.1.3 Sequenzunterschiede 
Zur Überprüfung der elektrophoretisch nachgewiesenen PRRSV-Amplifikate wurde ein 
direkter Homologie-Vergleich mit dem Lelystadvirus und dem Impfvirus ´Ingelvac PRRS´ 
der Gendatenbank GeneBank©, zugänglich unter www.ncbi.nlm.nih.gov , durchgeführt. 
Die Sequenzierung der amplifizierten Nukleotidfragmente des europäischen und 
amerikanischen PRRSV erfolgte durch die GATC Biotech AG (Konstanz, Deutschland).  
 
Trotz der nachweislich hohen genetischen Variabilität des PRRSV, zeigte der Vergleich 
von 193 Basen des europäischen Wildschweinisolates mit der Sequenz des 
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Lelystadvirus lediglich eine Abweichung im Bereich von zwei Basen auf. Dies entspricht 
einer genetischen Übereinstimmung von 98,96 %. Es handelte sich dabei um zwei 
Punktmutationen (Abb. 11). 
 
 
>gi|11125727:8000-9000 Lelystad virus, complete genome 
 
ACCACTCTTCAACATGGTTTCGAGCTTTATGTCCCTACTGTGCCCTATAGTGTCATGGAGTACCTTGATT 
CACGCCCTGACACCCCTTTTATGTGTACTAAACATGGCACTTCCAAGGCTGCTGCAGAGGACCTCCAAAA 
ATACGACCTATCCACCCAAGGATTTGTCCTGCCTGGGGTCCTACGCCTAGTACGCAGATTCATCTTTGGC 
CATATTGGTAAGGCGCCGCCATTGTTCCTCCCATCAACCTATCCCGCCAAGAACTCTATGGCAGGGATCA 
ATGGCCAGAGGTTCCCAACAAAGGACGTTCAGAGCATACCTGAAATTGATGAAATGTGTGCCCGCGCTGT 
CAAGGAGAATTGGCAAACTGTGACACCTTGCACCCTCAAGAAACAGTACTGTTCCAAGCCCAAAACCAGG 
ACCATCCTGGGCACCAACAACTTTATTGCCTTGGCTCACAGATCGGCGCTCAGTGGTGTCACCCAGGCAT 
TCATGAAGAAGGCTTGGAAGTCCCCAATTGCCTTGGGGAAAAACAAATTCAAGGAGCTGCATTGCACTGT 
CGCCGGCAGGTGTCTTGAGGCCGACTTGGCCTCCTGTGACCGCAGCACCCCCGCCATTGTAAGATGGTTT 
GTTGCCAACCTCCTGTATGAACTTGCAGGATGTGAAGAGTACTTGCCTAGCTATGTGCTTAATTGCTGCC 
ATGACCTCGTGGCAACACAGGATGGTGCCTTCACAAAACGCGGTGGCCTGTCGTCCGGGGACCCCGTCAC 
CAGTGTGTCCAACACCGTATATTCACTGGTAATTTATGCCCAGCACATGGTATTGTCGGCCTTGAAAATG 
GGTCATGAAATTGGTCTTAAGTTCCTCGAGGAACAGCTCAAGTTCGAGGACCTCCTTGAAATTCAGCCTA 
TGTTGGTATACTCTGATGATCTTGTCTTGTACGCTGAAAGACCCACATTTCCCAATTACCACTGGTGGGT 
CGAGCACCTTGACCTGATGCT 
 
 
         Homologe Sequenz (fett = nicht homologe Basen) 
 
Abbildung 11: Homologie-Vergleich zwischen Lelystadvirus und dem vom Wildschwein isolierten 
europäischen PRRSV. Basenabweichungen zwischen den Sequenzen sind fett dargestellt; anstelle des 
Cytosins lag bei der Wildschweinsequenz jeweils eine Substitution durch eine Thymidin-Base vor. 
 
Der direkte Homologie-Vergleich zwischen dem Impfvirus ´Ingelvac PRRS´ und dem 
beim Wildschwein nachgewiesenen amerikanischen PRRSV erfolgte auf der Grundlage 
von 50 Basen des ORF 1. Zwischen Impfvirus und Wildschweinisolat fiel eine 
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Veränderung im Bereich von 2 Basen auf, ebenfalls in Sinne zweier Punktmutationen. 
Dies kommt einer genetischen Übereinstimmung von 96 % gleich (Abb. 12).  
 
 
>gi|11878202:8500-9000 Porcine reproductive and respiratory syndrome 
virus strain Ingelvac PRRS Vet vaccine polyprotein ORF1ab gene, 
complete cds 
          
GCGGGAAGAAGAAGACTAGGACCATACTCGGCACCAATAACTTCATCGCACTAGCCCACCGAGCAGTGTT 
GAGTGGTGTTACCCAGGGCTTCATGAAAAAGGCGTTTAACTCGCCCATCGCCCTCGGAAAGAACAAGTTT 
AAGGAGCTACAGACTCCGGTCCTGGGCAGGTGCCTTGAAGCTGATCTCGCATCCTGCGATCGATCCACGC 
CTGCAATTGTCCGCTGGTTTGCCGCCAACCTTCTTTATGAACTTGCCTGTGCTGAAGAGCATCTACCGTC 
GTACGTGCTGAACTGCTGCCACGACTTACTGGTCACGCAGTCCGGCGCAGTGACTAAGAGAGGTGGCCTG 
TCGTCTGGCGACCCGATCACCTCTGTGTCTAACACCATTTATAGTTTGGTGATCTATGCACAGCATATGG
 
TGCTTAGTTACTTCAAAAGTGGTCACCCCCATGGCCTTCTGTTCTTACAAGACCAGCTAAAGTTTGAGGA
 
CATGCTCAAGG 
 
 
          Homologe Sequenz (fett = nicht homologe Basen) 
 
 
Abbildung 12: Homologie-Vergleich zwischen dem amerikanischen PRRS-Lebendimpfvirus (Ingelvac 
PRRS) und dem beim Wildschwein isolierten amerikanischen PRRSV auf der Basis der ORF 1-Sequenz. 
Basenabweichungen zwischen den Sequenzen sind fett dargestellt; anstelle des Cytosins lag bei der 
Wildschweinsequenz eine Substitution durch Thymidin und anstelle des Thymidins eine Substitution durch 
Cytosin vor. 
 
Der Vergleich des europäischen und amerikanischen PRRSV-Wildschweinisolates mit 
verschiedenen Hausschweinisolaten vom gleichen Genotyp aus der Gendatenbank 
zeigt die enge Verwandtschaft zwischen dem europäischen Wildschweinisolat und zwei 
niederländischen (Accession.-No. AY588319 und M96262) sowie einem thailändischen 
Isolat (Accession.-No. DQ864705) einerseits und dem amerikanischen 
Wildschweinisolat und einem chinesischen Isolat (Accession.-No.  AF405233) 
andererseits (Abb. 13.1 und 13.2).  
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0.01
Niederlande (AY588319)
Wildschwein (europäisch)
Thailand (DQ864705)
Niederlande (M96262)
USA (AY366525)
Südkorea (DQ358077)
USA (DQ489311)
USA (AY375474)
 
Abbildung 13.1: Der phylogenetische Baum auf der Basis von 188 Basen des ORF 1 zeigt die 
Verwandtschaftsgrade zwischen dem nachgewiesenen europäischen PRRSV- Wildschweinstamm und 
ausgewählten europäischen PRRSV-Isolaten von Hausschweinen aus anderen Länder, deren Sequenzen 
in der Gendatenbank GeneBank© unter www.ncbi.nlm.nih.gov veröffentlicht sind (die Nummern in den 
Klammern bezeichnen die Accession.-No.)  
 
 69
0.1
Kanada (U63142)
Kanada (U63144)
Südkorea (AY612613)
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Singapur (AF184212)
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China (EF075945)
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China (AF405234)
China (AF405232)
USA (L12726)
Nebraska (AF046869)
Kanada (U63143)
  
Abbildung 13.2: Der phylogenetische Baum auf der Basis von 50 Basen des ORF 1 zeigt die 
Verwandtschaftsgrade zwischen dem nachgewiesenen amerikanischen PRRSV- Wildschweinstamm und 
ausgewählten amerikanischen PRRSV-Isolaten von Hausschweinen aus anderen Länder, deren 
Sequenzen in der Gendatenbank GeneBank© unter www.ncbi.nlm.nih.gov veröffentlicht sind (die 
Nummern in den Klammern bezeichnen die Accession.-No.) 
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4.2.2 Influenzavirus A 
 
4.2.2.1 Prävalenzen 
Das Verbreitungsmuster des Schweineinfluenzavirus ähnelte dem des PRRSV, wobei 
der Erreger neben den Bundesländern Schleswig-Holstein, Mecklenburg-Vorpommern, 
Niedersachsen, Brandenburg, Baden-Württemberg und Saarland, zusätzlich noch mit 
geringer Erregerhäufigkeit in Bayern und Rheinland-Pfalz nachgewiesen wurde. 
 
Für das Influenzavirus A betrug die durchschnittliche Prävalenz in der Saison 2004/2005 
10,3 %, während in der Saison 2005/2006 lediglich ein Wert von 1,7 % ermittelt wurde. 
Daraus ergab sich insgesamt eine Erregerhäufigkeit von 6,4 %, wobei die Proben von 
der Hälfte aller untersuchten Bundesländer frei von Influenzavirus A-RNA waren. 
Niedrige Prävalenzen (< 13,6 %) wurden in Rheinland-Pfalz, Bayern, Saarland und 
Baden-Württemberg, hohe Prävalenzen (33,3 % und 40 %) in Brandenburg und 
Niedersachsen nachgewiesen. Mecklenburg-Vorpommern und Schleswig-Holstein lagen 
mit 20 % und 25 % im mittleren Prävalenzbereich (Abb. 14).  
 
Die drei Reviere mit den Nummern 5/21, 14/30 und 18/33, die als einzige in beiden 
Wintern untersucht wurden, waren entweder in der Saison 2004/2005 oder in der Saison 
2005/2006, aber nie zu beiden Zeitpunkten der Probenentnahme Influenzavirus A-
positiv (Abb. 15). 
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Abbildung 14: Bundesweit ermittelte Prävalenzen für Influenzavirus A in der Jagdsaison 2004/2005 und 
2005/2006. 
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Abbildung 15: Prozentuales Vorkommen von Influenzavirus A in den untersuchten Revieren (Jagdsaison 
2004/2005 und 2005/2006). 
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4.2.2.2 Gewebeverteilung 
RNA des Schweineinfluenzavirus wurde zu 81,8 % in Lungenproben und lediglich zu 
18,2 % in Tonsillenproben nachgewiesen. Ähnlich wie bei PRRSV enthielt keines der 
positiven Wildschweine sowohl in Lungen- als auch in Tonsillengewebe Erreger-RNA 
(Abb. 10, s.o.). 
 
4.3  Bakterielle respiratorische Krankheitserreger 
 
4.3.1 Mycoplasma hyopneumoniae 
 
4.3.1.1 Prävalenzen 
Unter Berücksichtigung beider Untersuchungszeiträume ergaben sich für M. 
hyopneumoniae weit über dem Durchschnitt liegende Erregerprävalenzen in Thüringen, 
NRW und Schleswig-Holstein (≥ 70 %).  
 
Die durchschnittliche Nachweisrate von MHP in der Jagdsaison 2004/2005 lag bei 53,6 
%, mit besonders hohen Prävalenzen (≥ 81,8 %) in den Bundesländern Baden-
Württemberg, Hessen, Thüringen, Sachsen und Nordrhein-Westfalen sowie besonders 
niedrigen Prävalenzen (≤ 15,8 %) im Saarland, in Rheinland-Pfalz und Brandenburg. Die 
Jagdsaison 2005/2006 war durch einen Abfall der durchschnittlichen Erregerprävalenz 
auf 37,4 % gekennzeichnet, mit einem sehr hohen Erregervorkommen in Schleswig-
Holstein (90,9 %) und ansonsten deutlich niedrigeren Prävalenzen insbesondere in 
Baden-Württemberg, dem Saarland, Hessen, Sachsen, Sachsen-Anhalt und 
Mecklenburg-Vorpommern (≤ 18,2 %).  
 
Neben wenigen Bundesländern mit stark steigender Tendenz hinsichtlich der 
Erregerhäufigkeit (Niedersachsen, Brandenburg und Schleswig-Holstein) fielen einige 
Bundesländern durch deutlich rückläufige Prävalenzen auf (Baden-Württemberg, 
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Hessen, Sachsen, Nordrhein-Westfalen und Sachsen-Anhalt). Insgesamt betrachtet 
ging die Nachweisrate von M. hyopneumoniae somit zurück (Abb. 16).  
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Abbildung 16: Bundesweit ermittelte Prävalenzen für M. hyopneumoniae in der Jagdsaison 2004/2005 
und 2005/2006.
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Abbildung 17: Prozentuales Vorkommen von M. hyopneumoniae in den untersuchten Revieren 
(Jagdsaison 2004/2005 und 2005/2006). 
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4.3.1.2 Gewebeverteilung 
M. hyopneumoniae-DNA fand sich in ausgeglichenen Anteilen in Tonsillen- (20,1 %) und 
in Lungengewebe (26,4 %). Bei 53,5 % der positiven Wildschweine konnte MHP-DNA 
aus Lungen- und Tonsillenproben isoliert werden (Abb. 10, s.o.). 
 
4.3.2 Actinobacillus pleuropneumoniae 
  
4.3.2.1 Prävalenzen 
Bezogen auf die durchschnittlichen Erregerprävalenzen beider Untersuchungszeiträume 
ergaben sich für APP weit über dem Durchschnitt liegende Werte in Thüringen, 
Sachsen, Sachsen-Anhalt und Schleswig-Holstein (≥ 65,4 %).  
 
In der Jagdsaison 2004/2005 betrug die durchschnittliche Erregerprävalenz 35,1 % und 
es wurde lediglich in Sachsen eine sehr hohes Erregervorkommen (80 %) für APP 
ermittelt. Besonders niedrige Prävalenzen (≤ 16,7 %) ergaben sich hingegen im 
Saarland, in Rheinland-Pfalz, Hessen, Niedersachsen und Brandenburg. Während der 
Jagdsaison 2005/2006 stieg die durchschnittliche Prävalenz auf 54,3 % an mit 
besonders hohen Prävalenzen (≥ 81 %) in Rheinland-Pfalz, Sachsen, Sachsen-Anhalt 
und Schleswig-Holstein und besonders niedrige Prävalenzen (≤ 12,5 %) in Baden-
Württemberg, dem Saarland und Hessen.  
 
Während die Bundesländer Rheinland-Pfalz, Sachsen-Anhalt, Niedersachsen, 
Brandenburg, Mecklenburg-Vorpommern und Schleswig-Holstein einen deutlichen 
Anstieg der Erregerprävalenz zu verzeichnen hatten, zeigten die übrigen Länder bei den 
Prävalenzen beider Untersuchungszeiträume ein annähernd ausgeglichenes Bild. 
Insgesamt lag somit hinsichtlich der Verbreitung von A. pleuropneumoniae eine 
steigende Tendenz vor (Abb. 18).  
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Abbildung 18: Bundesweit ermittelte Prävalenzen für A. pleuropneumoniae in der Jagdsaison 2004/2005 
und 2005/2006. 
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Abbildung 19: Prozentuales Vorkommen von A. pleuropneumoniae in den untersuchten Revieren 
(Jagdsaison 2004/2005 und 2005/2006). 
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4.3.2.2 Gewebeverteilung 
A. pleuropneumoniae-DNA konnte bei 81,2 % der APP-positiven Wildschweine 
ausschließlich aus Tonsillen und bei lediglich 6,5 % ausschließlich aus der Lunge isoliert 
werden. Dem entsprechend betrug die Nachweisrate für beide Gewebe gleichzeitig nur 
12,3 % (Abb. 10, s.o.).  
 
4.3.3 Haemophilus parasuis 
 
4.3.3.1 Prävalenzen 
Für H. parasuis fiel insgesamt eine sehr weite Verbreitung innerhalb Deutschlands auf, 
mit besonders hohen Nachweisraten in den Bundesländern Bayern, Baden-
Württemberg, Mecklenburg-Vorpommern, Schleswig-Holstein, Sachsen und Sachsen-
Anhalt (> 81 %).  
 
Die Ergebnisse der Jagdsaison 2004/2005 ließen ein besonders hohes Vorkommen (≥ 
87,5 %) in den Bundesländern Baden-Württemberg, Bayern, Thüringen, Mecklenburg-
Vorpommern und Schleswig-Holstein erkennen, während die niedrigsten Prävalenzen 
mit Werten zwischen 13,3 und 26,3 % im Saarland, in Brandenburg und Berlin 
festgestellt wurden. Die Nachweisraten für die Jagdsaison 2005/2006 lagen, das 
Saarland und Thüringen ausgenommen, bei allen untersuchten Bundesländern über 84 
%, wobei sieben Bundesländer auf 100 % und weitere vier auf über 90 % 
Erregerprävalenz kamen.  
 
Insgesamt erfolgte ein Anstieg der durchschnittlichen Erregerhäufigkeit von 59,7 % in 
der Jagdsaison 2004/2005 auf 90,5 % in der Jagdsaison 2005/2006. Während HPS in 
Baden-Württemberg, Bayern, Mecklenburg-Vorpommern und Schleswig-Holstein bereits 
im ersten Untersuchungszeitraum weit verbreitet war, kam es in fast allen anderen 
Bundesländern zu einer starken Erregerzunahme. Nur in Thüringen konnte eine 
Abnahme der Erregerhäufigkeit von 100 auf 55 % beobachtet werden (Abb. 20). 
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Abbildung 20: Bundesweit ermittelte Prävalenzen für H. parasuis in der Jagdsaison 2004/2005 und 
2005/2006.
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Abbildung 21: Prozentuales Vorkommen von H. parasuis in den untersuchten Revieren (Jagdsaison 
2004/2005 und 2005/2006). 
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4.3.3.2 Gewebeverteilung 
Ähnlich wie für A. pleuropneumoniae konnte für H. parasuis mit 41,6 % HPS-DNA 
positiven Tonsillenproben und 6,3 % HPS-DNA positiven Lungenproben eine stärkere 
Erreger-Präsenz in den Tonsillen festgestellt werden. Anders als bei APP wies jedoch 
über die Hälfte der positiven Wildschweine (52,2 %) HPS-DNA sowohl in Tonsillen als 
auch in der Lunge auf (Abb. 10, s.o.). 
 
4.3.4 α-hämolysierende Streptokokken 
 
4.3.4.1 Prävalenzen 
Eine insgesamt weite Verbreitung innerhalb Deutschlands konnte für α-hämolysierende 
Streptokokken nachgewiesen werden. Neben einer durchschnittlichen Prävalenz von 
58,4 % ergaben sich insbesondere in Bayern, Rheinland-Pfalz, Niedersachsen, 
Thüringen und Berlin hohe Nachweisraten von 69,2 % und mehr. 
 
Bezogen auf den ersten Untersuchungszeitraum lagen besonders hohe Prävalenzen (≥ 
83,3 %) in den Bundesländern Bayern, Saarland, Rheinland-Pfalz, Thüringen, 
Niedersachsen und Mecklenburg-Vorpommern vor, wobei auch die übrigen 
untersuchten Bundesländer Werte zwischen 40 und 75 % erreichten. Obwohl im zweiten 
Untersuchungszeitraum maximale Erregerprävalenzen von 100 % in Bayern, Rheinland-
Pfalz und Niedersachsen ermittelt wurden, ging das Erregervorkommen insgesamt 
deutlich zurück, mit sehr niedrigen Werten im Saarland, in Sachsen, Sachsen-Anhalt 
und Mecklenburg-Vorpommern (≤ 18,2 %). 
 
In der Jagdsaison 2004/2005 lag das durchschnittliche Vorkommen von α-
hämolysierenden Streptokokken bei 75,9 % und fiel ein Jahr später auf 46,5 % ab. 
Deutliche Schwankungen bezüglich der Prävalenzen von α-hämolysierenden 
Streptokokken ergaben sich innerhalb der zwei Untersuchungszeiträume insbesondere 
für das Saarland, Sachsen-Anhalt und Mecklenburg-Vorpommern, aber auch für 
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Thüringen. Bei den erwähnten Ländern war der Rückgang der Erregerprävalenz 
besonders auffällig. Zu beachten ist, dass aus den Bundesländer Nordrhein-Westfalen 
und Berlin nur Proben aus einer Jagdsaison in die bakteriologische Untersuchung 
eingingen, und somit ein Vergleich beider Untersuchungszeiträume hier nicht möglich 
war (Abb. 22). 
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Abbildung 22: Bundesweit ermittelte Prävalenzen für α-hämolysierende Streptokokken in der Jagdsaison 
2004/2005 und 2005/2006. 
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Abbildung 23: Prozentuales Vorkommen von α-hämolysierenden Streptokokken in den untersuchten 
Revieren (Jagdsaison 2004/2005 und 2005/2006; n.u. = nicht untersuchte Reviere). 
 
 85
4.3.5 Pasteurella multocida  
 
4.3.5.1 Prävalenzen 
Auch P. multocida zeigte eine flächendeckende Verbreitung. Hier betrug die 
durchschnittliche Erregerprävalenz 32,2 %, mit einem gehäuften Erregervorkommen in 
Thüringen, Nordrhein-Westfalen und Sachsen (≥ 47,6 %).  
  
Die durchschnittliche Prävalenz der Bundesländer stieg während der beiden 
Untersuchungszeiträume von insgesamt 14,9 % auf 46,5 % an. Während in der 
Jagdsaison 2004/2005 lediglich in Thüringen ein weit überdurchschnittliches 
Erregervorkommen von 50 % zu verzeichnen war, kamen die Bundesländer Rheinland-
Pfalz, Thüringen, Sachsen und Nordrhein-Westfalen in der Jagdsaison 2005/2006 auf 
Werte von 60 - 80 %. Besonders niedrige Werte von 0 - 5,6 % wurden im Winter 
2004/2005 in Sachsen-Anhalt, Niedersachsen, Brandenburg, Berlin und dem Saarland 
ermittelt, während im Winter 2005/2006 nur das Saarland mit einer sehr geringen 
Prävalenz von 9,1 % auffiel (Abb. 24). 
 
Die in allen untersuchten Bundesländern (mit Ausnahme von Nordrhein-Westfalen und 
Berlin) festgestellte Zunahme der Erregerhäufigkeit, war besonders in Rheinland-Pfalz, 
Sachsen und Sachsen-Anhalt zu beobachten. Es muss jedoch beachtet werden, dass 
aus den Bundesländern Nordrhein-Westfalen und Berlin nur Proben aus einer 
Jagdsaison in die bakteriologische Untersuchung eingingen, und somit ein Vergleich 
beider Untersuchungszeiträume hier nicht möglich war. 
 
Die mittels PCR durchgeführte Differenzierung zwischen toxinbildenden und nicht 
toxinbildenden P. multocida-Stämmen ergab keinen Hinweis auf das Vorliegen 
toxinbildender Stämme (Daten nicht dargestellt).  
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Prävalenzen von P. multocida in den Bundesländern
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Abbildung 24: Bundesweit ermittelte Prävalenzen für P. multocida in der Jagdsaison 2004/2005 und 
2005/2006. 
 87
45,5
P. multocida-Prävalenzen
In den Revieren
n.u.
n.u.
33,3
n.u.
5,6
25
18,2
25
n.u.
50
20
20
0
0
0
0
1014,3
n.u.
42,9
9,1
60
46,2
80
70
71,4
66,7 60
47,6
25
30
35,3
45,5
0-24 %
25-74 %
75-100 %
 
Abbildung 25: Prozentuales Vorkommen von P. multocida in den untersuchten Revieren (Jagdsaison 
2004/2005 und 2005/2006; n.u. = nicht untersuchte Reviere). 
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4.3.6 Bordetella bronchiseptica 
 
4.3.6.1 Prävalenzen 
Ein Nachweis von B. bronchiseptica gelang nur in Rheinland-Pfalz in der Jagdsaison 
2005/2006 mit einer Häufigkeit von 9,1 % (Daten nicht dargestellt). 
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5. Diskussion 
 
Bei der Untersuchung von Infektionskrankheiten bei Wildschweinen ist zu 
berücksichtigen, dass bezüglich epizootischer Prozesse zwischen Haustier- und 
Wildtierpopulationen entscheidende Unterschiede bestehen, denn frei lebende Wildtiere 
sind im Vergleich zu Haustieren völlig anderen Lebensbedingungen ausgesetzt. 
Reservoirfunktionen und Übertragungsvorgänge werden hier maßgeblich durch 
biologische Lebensrhythmen und eine Reihe von Umweltbedingungen, wie 
Wildtierdichte, Nahrungsangebot und Ruhezonen sowie klimatische Bedingungen 
bestimmt. So können innerhalb von Wildtierpopulationen eigenständige epizootische 
Prozesse ablaufen, oder das Wild kann Element epizootischer Vorgänge im 
Haustierbereich sein (Karge, 1994). Beide Varianten kommen beim Wildschwein vor 
und sind im Fall der beiden anzeigepflichtigen Tierseuchen Aujeszkysche Krankheit und 
Klassische Schweinepest recht ausführlich beschrieben. Obwohl die deutschen 
Hausschweinbestände durch die Europäische Kommission als AK-frei eingestuft wurden 
(Commission Decision, 2003/130/EC, 2003), breitet sich die Infektion innerhalb der 
Wildschweinpopulationen aus und scheint dort autonom zu verlaufen (Müller et al., 
1998, 2000; Albina et al., 2000; Lutz et al., 2003). Bei der Klassischen Schweinepest 
hingegen spielen Wildschweine eine große Rolle als Virusreservoir und 
Krankheitsüberträger auf Hausschweinbestände (Artois et al., 2002; Laddomada, 2000; 
De Vos et al., 2004). Serologische Untersuchungen bei Wildschweinen konnten auch 
Antikörper gegen einige respiratorischen Krankheitserreger nachweisen. Es gibt jedoch 
kaum Berichte über einen direkten Erregernachweis oder gar die Beobachtung 
klinischer Erkrankungen bei Wildschweinen.  
 
Ziel der vorliegenden Arbeit war, das Vorkommen von Infektionen mit respiratorischen 
Krankheitserregern bei Wildschweinen in unterschiedlichen Regionen Deutschlands zu 
untersuchen. Hierzu wurden zwei Methoden zum direkten Erregernachweis angewandt. 
Für PRRSV, Influenzavirus A, M. hyopneumoniae, A. pleuropneumoniae und H. 
parasuis erfolgte zunächst eine RNA bzw. DNA-Isolierung aus Tonsillen- und 
Lungengewebe, um anschließend mittels PCR entsprechende Erreger-spezifische 
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Nukleotidabschnitte zu amplifizieren. Der Nachweis von α-hämolysierenden 
Streptokokken, P. multocida und B. bronchiseptica wurde hingegen durch kulturellen 
Erregernachweis aus Tonsillenproben erbracht. 
Des Weiteren erfolgte eine Auswertung der prozentualen Verteilung der untersuchten 
Viren und Bakterien auf Tonsillen- und Lungengewebe bei den positiv getesteten 
Wildschweinen mit dem Ziel, den Infektionsstatus der Tiere zu diversifizieren.  
Zuletzt wurden zwei als europäisches bzw. amerikanisches PRRSV identifizierte PCR-
Amplifikate ausgewählt, um mit dem Lelystadvirus und dem amerikanischen 
Impfvirusstamm ´Ingelvac PRRS´ auf der Grundlage des ORF 1 einen Homologie-
Vergleich durchzuführen. Ziel dieser Untersuchung war, die Sequenzen als PRRSV-
spezifisch zu bestätigen, die Variabilität der Wildschweinisolate zu dem Lelystadvirus 
und dem Impfvirus zu ermitteln und die Wildschweinisolate mit bekannten europäischen 
bzw. amerikanischen PRRSV-Sequenzen von Hausschweinen zu vergleichen.  
 
5.1 Prävalenzen  
 
Prävalenzuntersuchungen für respiratorische Krankheitserreger bei Wildschweinen sind 
selten. Von den wenigen Untersuchungen wurden einige in Deutschland durchgeführt, 
während weitere Studien aus Spanien, Litauen und den USA vorliegen. Für gewöhnlich 
handelt es sich dabei um serologische Untersuchungen, was die Vergleichbarkeit mit 
den eigenen Untersuchungsergebnissen weiter einschränkt. Für die eigenen 
Untersuchungen gilt, dass im Gegensatz zum PRRSV und Influenzavirus A die 
bakteriellen respiratorischen Krankheitserreger insgesamt weit häufiger in beiden 
Jagdsaisons nachgewiesen wurden. Der Vergleich der Ergebnisse von 2004/2005 und 
2005/2006 sollte mit der Einschränkung betrachtet werden, dass in den beiden 
Untersuchungszeiträumen nur drei Reviere ein zweites Mal beprobt wurden und die 
Reviere eines Bundeslandes in der Regel relativ weit voneinander entfernt lagen. Die 
eigenen Ergebnisse unterstreichen, dass sich, wie bereits aus früheren Untersuchungen 
bekannt, Erregerprävalenzen selbst in benachbarten Wildschweinpopulationen deutlich 
unterscheiden können (Verkühlen, 2005; Knell, 2007). 
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5.1.1 PRRSV 
 
Die durchschnittlichen Erregerprävalenzen für beide Untersuchungszeiträume betrugen 
5,5 % für das europäische bzw. 3,6 % für das amerikanische PRRSV. Oslage et al. 
(1994) konnten im Winter 1991/1992 in Sachsen-Anhalt trotz eines massiven 
Seuchengeschehens in der Hausschweinpopulation lediglich bei zwei von 482 
Wildschwein-Serumproben Antikörper gegen das PRRSV nachweisen, was einer 
Seroprävalenz von 0,4 % entspricht. Die Autoren schlussfolgerten aus ihren 
Untersuchungen, dass epidemiologisch wichtige regionale Faktoren wie die 
Wildschweindichte, die Nähe von Hausschweinbeständen zu frei lebenden 
Wildschweinen sowie der Einsatz von Lebendvirusimpfstoffen allein keine erhöhte 
Gefahr der Virusübertragung zwischen Haus- und Wildschweinen mit sich bringen. Lutz 
und Wurm (1996) untersuchten in den Wintern 1992/1993 bis 1995/1996 in Nordrhein-
Westfalen und Rheinland-Pfalz 768 Blutserumproben von Schwarzwild u.a. auf 
Antikörper gegen das PRRSV, wobei die Ergebnisse bei allen Serumproben negativ 
ausfielen. Demnach scheinen Wildschweinpopulationen, unabhängig von der weiten 
Erregerverbreitung in Hausschweinebeständen, nur sporadisch von Infektionen mit dem 
PRRSV betroffen zu sein.  Diese Vermutung wird zum einen durch den räumlich, wie 
auch durch den zeitlich beschränkten PRRSV-Nachweis der eigenen Untersuchung 
bestätigt. So ergab sich ein Genomnachweise für das PRRSV lediglich in einigen 
Revieren und ausschließlich in der Jagdsaison 2004/2005, mit höheren Prävalenzen für 
die nördlichen Bundesländer Schleswig-Holstein, Mecklenburg-Vorpommern, 
Niedersachsen und Brandenburg (europäisches PRRSV mit 27,8 bis 50 %; 
amerikanisches PRRSV mit 25 bis 33,3 %) und niedrigeren Prävalenzen für die 
südlichen Bundesländer Baden-Württemberg (europäisches und amerikanisches 
PRRSV mit je 4,5 %) und das Saarland (europäisches PRRSV mit 5,3 %). Die im Winter 
2004/2005 für PRRSV-Genom positiv getesteten Reviere 5, 14 und 18 erwiesen sich ein 
Jahr später wieder als negativ. Anhand experimenteller Untersuchungen zum 
Vorkommen einer Virus-Persistenz konnte bei einzelnen intrauterin infizierten 
Schweinen mittels PCR bis maximal 210 Tage p.i. PRRSV-RNA im Serum nachweisen 
werden. Das Virus erwies sich in einem weiteren Versuch als infektiös  (Benfield et al., 
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1997). Wills et al. (1997c) gelang die Isolation von PRRS-Virus aus Tonsillengewebe 
von experimentell infizierten Schweinen bis zum 157 Tag p.i.. Diese Untersuchungen 
wie auch die eigenen Ergebnisse bestätigen, dass die Infektion, obwohl sie über Monate 
bestehen kann, beim Wildschwein zeitlich begrenzt zu sein scheint.  
 
5.1.2 Influenzavirus A 
 
Ähnlich niedrig wie für PRRSV fielen auch die durchschnittlichen Erregerprävalenzen für 
Influenzavirus A, mit 6,4 % bezogen auf beide Untersuchungszeiträume, aus. Dabei lag 
das durchschnittliche Erregervorkommen in der Saison 2004/2005 bei 10,3 %, während 
in der Saison 2005/2006 lediglich ein Wert von 1,7 % ermittelt wurde. Wie bei PRRSV 
beschränkte sich das Erregervorkommen von Influenzavirus A insbesondere auf die 
nördlichen und südlichen Bundesländer, mit niedrigen Prävalenzen (< 13,6 %) in 
Rheinland-Pfalz, Bayern, Saarland und Baden-Württemberg und hohen Prävalenzen 
(33,3 % und 40 %) in Brandenburg und Niedersachsen. Mecklenburg-Vorpommern und 
Schleswig-Holstein lagen mit 20 % und 25 % im mittleren Prävalenzbereich.  
Für Deutschland existieren bislang keine Ergebnisse zum Vorkommen von 
Influenzavirus A bei Wildschweinen. Jedoch wurden in verschiedenen europäischen 
Ländern für die Subtypen H1N1, H2N3 und H1N2 Seroprävalenz von 1 – 24,1 % 
ermittelt (Vicente et al., 2002; Markowska-Daniel & Pejsak, 1999; Markowska-Daniel, 
2003). Dabei ist zu beachten, dass der Nachweis neutralisierender Antikörper gegen 
das Virus, abhängig vom Testsystem, frühestens sieben Tage p.i. über einen Zeitraum 
von mindestens fünf bis sechs Monaten möglich ist (Easterday, 1972; Charley, 1977; 
Brown et al., 1993). Die schnelle Virus-Elimination durch das Immunsystem im 
Anschluss an eine Infektion und die damit verbundene kurze Virusausscheidung über 
ein bis zwei Wochen p.i. (Choi et al., 2004), erlaubt einen direkten Erregernachweis nur 
innerhalb eines sehr engen Zeitfensters, was vermutlich die Erklärung für die hier 
ermittelten niedrigen Influenzavirus A-Prävalenzen ist. Der sowohl räumlich auf einige 
nördliche und südliche Bundesländer, als auch zeitlich innerhalb der Reviere auf die 
Saison 2004/2005 oder 2005/2006 begrenzte Erregernachweis spricht für ein eher 
sporadisches Auftreten von Influenzavirus A-Infektionen/Krankheitsausbrüchen bei 
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Wildschweinen. Obwohl weder die früheren serologischen noch die eigenen 
Untersuchungen eine konkrete Aussage über die tatsächliche Häufigkeit von 
Influenzavirus A-Infektionen bei Wildscheinen zulassen, zeigen die Ergebnisse, dass 
das Virus in Wildschweinpopulationen durchaus präsent ist. 
 
5.1.3 Mycoplasma hyopneumoniae 
 
Von der Jagdsaison 2004/2005 auf die Jagdsaison 2005/2006 fiel die durchschnittliche 
Erregerprävalenz für die untersuchten Bundesländer von 53,6 auf 37,4 % ab. Die für 
beide Untersuchungszeiträume ermittelte Prävalenz von 44,0 % zeigt die weite 
Verbreitung des Erregers in deutschen Wildschweinpopulationen. Von deutschen 
Hausschweinbeständen ist bekannt, dass ein großer Anteil der Herden mit M. 
hyopneumoniae infiziert ist (Berner, 1995; Pfützner & Blaha, 1995; Horst et al., 1997). 
Da der Erreger über 3 km mit den Wind verschleppt werden kann und das 
Infektionsrisiko mit einer hohen Schweinedichte im Bestand bzw. in der Region steigt 
(Ross, 1999; Maes et al., 2000; Hege et al., 2002), erscheint eine Übertragung von M. 
hyopneumoniae von Haus- auf Wildschweine insbesondere in solchen Gebieten als 
wahrscheinlich.  
 
Einige Bundesländer fielen durch ihre besonders hohen oder besonders niedrigen MHP-
Prävalenzen auf. Unter Berücksichtigung beider Untersuchungszeiträume lagen die 
Erregerprävalenzen in Thüringen, Nordrhein-Westfalen und Schleswig-Holstein weit 
über (≥ 70 %) und im Saarland, in Rheinland-Pfalz, Sachsen-Anhalt und Mecklenburg-
Vorpommern weit unter dem Durchschnitt (≤ 25,9 %). Die Vermutung, dass die 
Hausschweindichte auf das Erregervorkommen in benachbarten 
Wildschweinpopulationen einen Einfluss haben könnte, konnte nicht eindeutig 
nachgewiesen werden.  
 
Neben den eigenen Untersuchungen gibt es derzeit keine Veröffentlichungen über den 
direkten Nachweis von M. hyopneumoniae bei Wildschweinen. Die längste 
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Nachweisdauer des Erregers nach experimenteller Infektion von Hausschweinen betrug 
185 Tage (Fano et al., 2004). Laut Done (1996) bewirkt die Immunreaktion im Anschluss 
an eine Infektion zwar eine deutliche Reduktion der Erregerausscheidung, jedoch keine 
vollständige Erregereliminierung. In Europa haben sich bislang zwei 
Seroprävalenzstudien mit dem Nachweis von MHP-Antikörpern aus Wildschweinseren 
befasst. Bei 78 in Spanien im Winter 1999/2000 erlegten Wildschweinen konnten 
Vicente et al. (2002) keine Antikörper gegen M. hyopneumoniae im Serum der Tiere 
feststellen. Vengust et al. (2006) gelang in der Jagdsaison 2003/2004 in Slowenien 
hingegen der Nachweis bei 21 % von 178 geschossenen Wildschweinen. In beiden 
Untersuchungen wurde der Erregernachweis mittels ELISA durchgeführt. Die Tatsache, 
dass bei einer schwachen Mykoplasmen-Infektion eine Immunreaktion ausbleiben kann 
(Howard & Taylor, 1985), macht den Test zusätzlich anfällig für das Auftreten falsch 
negativer Ergebnisse.  
 
5.1.4 Actinobacillus pleuropneumoniae 
 
Im Gegensatz zu dem bei M. hyopneumoniae festgestellten Rückgang der 
bundesweiten durchschnittlichen Prävalenz konnte für A. pleuropneumoniae ein Anstieg 
von 35,1 % in der Jagdsaison 2004/2005 auf 54,3 % in der Jagdsaison 2005/2006 
verzeichnet werden. Insgesamt ergab sich daraus eine Prävalenz von 42,7 %, was 
bezogen auf die Wildschweinpopulation als unerwartet hohes Erregervorkommen zu 
bewerten ist. A. pleuropneumoniae ist ein hoch kontagiöser Erreger und wird v.a. durch 
direkten Kontakt übertragen. Zudem  bleiben Tiere nach Überleben einer akuten 
Erkrankung Keimträger, bei denen APP in der Regel aus Tonsillen und nekrotischem 
Lungengewebe isoliert werden kann (Taylor, 1999). Die weite Verbreitung von APP 
unter Wildschweinen erklärt sich möglicherweise durch die Sozialstruktur der 
Wildschweinpopulationen. Sie kann die Ausbreitung von Infektionskrankheiten 
begünstigen, da innerhalb einer sozialen Gruppe, ebenso wie beim Zusammentreffen 
verschiedener Gruppen an künstlichen Futter- und Wasserstellen, der Kontakt unter den 
Tieren sehr hoch ist (Vicente et al., 2004, 2005).  
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Den eigenen Ergebnissen nach war A. pleuropneumoniae in den Bundesländern 
Thüringen, Sachsen, Sachsen-Anhalt und Schleswig-Holstein besonders stark vertreten 
(≥ 65,4 %). Das Saarland und Hessen fielen hingegen durch sehr niedrige Prävalenzen 
auf (≤ 6,7 %). Ein eindeutiger Hinweis auf den Einfluss der Hausschweinedichte in den 
jeweiligen Bundesländern ergab sich jedoch  nicht. Hinsichtlich der Verbreitung von APP 
bei Hausschweinen zeigten vergleichende serologische Untersuchungen in den 
Niederlanden, dass A. pleuropneumoniae in Gebieten mit hoher Schweinedichte 
signifikant weiter verbreitet ist als in Regionen mit niedriger Schweinedichte (Elbers et 
al., 1990). Eine aerogene Übertragung zwischen benachbarten Herden konnte zwar 
anhand von Felduntersuchungen als mögliche Verbreitungsursache identifiziert werden 
(Fussing et al., 1998), scheint jedoch nur selten und nur über kurze Entfernungen zu 
erfolgen. Die Erregerübertragung über die Luft zwischen Haus- und Wildschweinen 
kann allerdings nicht ausgeschlossen werden. 
 
Auch bezüglich A. pleuropneumoniae existieren bislang keine Veröffentlichungen über 
einen direkten Erregernachweis beim Wildschwein. Die bereits erwähnten 
Seroprävalenzstudien von Vicente et al. (2002) und Vengust et al. (2006) kamen beim 
Antikörpernachweis gegen APP auf unterschiedliche Ergebnisse. Während die von 
Vicente et al. (2002) durchgeführte KBR bei allen Serumproben negativ ausfiel, wies der 
ELISA von Vengust et al. (2006) bei 52 % der Serumproben Antikörper gegen A. 
pleuropneumoniae nach. Da subklinische Infektionen des oberen Respirationstraktes 
nicht immer mit einer Produktion von Antikörpern einhergehen (Kume et al., 1984; 
Møller et al., 1993; Sidibé et al., 1993; Chiers et al., 2002), besteht auch hier die 
Möglichkeit falsch negativer Ergebnisse. 
 
5.1.5 Haemophilus parasuis 
 
Auch bei H. parasuis erfolgte ein Anstieg der durchschnittlichen Erregerhäufigkeit von 
59,7 % in der Jagdsaison 2004/2005 auf 90,5 % in der Jagdsaison 2005/2006. 
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Insgesamt betrug die Prävalenz für Deutschland 73,7 %. Das unterstreicht die enorm 
weite Verbreitung des Erregers in den untersuchten Revieren und vermutlich auch in der 
gesamten Wildschweinpopulation. Während die Prävalenzen für H. parasuis in Baden-
Württemberg, Bayern, Mecklenburg-Vorpommern und Schleswig-Holstein bereits im 
ersten Untersuchungszeitraum sehr hoch waren, kam es in fast allen anderen 
Bundesländern in der Jagdsaison 2005/2006 zu einer starken Erregerzunahme. Auf 
dem Hausschweinsektor wird seit einigen Jahren weltweit eine deutliche Zunahme von 
H. parasuis beobachtet (López et al., 2004; Müller et al., 2004; Oliveira & Pijoan, 2004), 
die neben den intensiven Haltungsbedingungen auch auf die Ko-Infektion mit  Erregern, 
wie dem PRRSV oder dem PCV 2 zurückgeführt wird (Oliveira & Pijoan, 2002, 2004). 
Andererseits zählt H. parasuis zum physiologischen Keimspektrum des oberen 
Respirationstraktes (Kielstein et al., 1994; Oliveira & Pijoan, 2004) und kann bei 
neugeborenen Ferkeln bereits wenige Stunden nach der Geburt im oberen 
Respirationstrakt nachgewiesen werden (Pijoan & Oliveira, 2003). Eine 
Erregerinteraktion zwischen A. pleuropneumoniae und anderen Erregern konnte im 
Rahmen der eigenen Ergebnisse nicht nachgewiesen werden.  
 
Welche klinische Bedeutung der Erreger bei Wildschweinen hat, kann anhand der 
eigenen Untersuchungen nicht beantwortet werden. In der Schweineproduktion sind es 
jedoch oftmals High-health-status- oder SPF-Betriebe, die stärker von Erkrankungen 
durch H. parasuis betroffen sind (Rapp-Gabrielson, 1999; Vos, 2004). Die frühe 
Auseinandersetzung mit dem Erreger scheint eine große Rolle bezüglich der Immunität 
gegenüber H. parasuis zu spielen. Ferkel, bei denen im jungen Alter unter dem Schutz 
maternaler Antikörper eine Schleimhautbesiedlung mit virulenten H. parasuis-Sämmen 
stattfindet, bilden mit dem Schwinden der maternalen Antikörper eine solide aktive 
Immunität aus, während Ferkel, bei denen in dieser Phase eine Schleimhautbesiedlung 
ausbleibt, mit dem Absinken der maternalen Antikörper hoch empfänglich für eine 
systemische Infektion werden (Oliveira & Pijoan, 2004). Aufgrund des hohen Kontaktes 
innerhalb der Wildschweinpopulation, infizieren sich Frischlinge vermutlich bereits früh 
mit H. parasuis, was nach den oben aufgeführten Annahmen eine gute 
Immunitätsausbildung zur Folge haben müsste. Zudem stellt sich die Frage nach der 
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Virulenz von H. parasuis-Wildschweinisolate. Eine von Olvera et al. (2007) nach 
Abschluss der eigenen Arbeiten durchgeführte Untersuchung beschreibt die Isolierung 
von 2 verschiedenen H. parasuis-Stämmen und weiteren NAD-abhängigen 
Pasteurellaceae (A. minor und A. indolicus) aus Nasentupfern von 42 erlegten 
Wildschweinen. Auf Basis der Genotypisierung beider H. parasuis-Stämme wurden 
diese als nicht virulent eingestuft, mit der Vermutung, dass sie zum natürlichen 
Keimspektrum des Respirationstraktes von Wildschweinen gehören könnten.  
 
Die serologische Untersuchung von 78 Wildschweinseren mittels KBR durch Vicente et 
al. (2002) ergab keinen Antikörpernachweis für H. parasuis, während Vengust et al. 
(2006) mittels ELISA bei 18% der 187 Serumproben ein positives Ergebnis erhielten.   
 
5.1.6 α-hämolysierende Streptokokken 
 
Eine insgesamt weite Verbreitung innerhalb Deutschlands konnte auch für α-
hämolysierende Streptokokken nachgewiesen werden. Neben einer durchschnittlichen 
Prävalenz von 58,4 % ergaben sich insbesondere in Bayern, Rheinland-Pfalz, 
Niedersachsen und Thüringen hohe Nachweisraten von 69,2 % und mehr. Weit 
unterdurchschnittliche Werte wurden hingegen in Hessen, Sachsen und Sachsen-Anhalt 
ermittelt. In der Jagdsaison 2004/2005 lag das durchschnittliche Vorkommen von α-
hämolysierenden Streptokokken bei 75,9 %. Es fiel ein Jahr später auf 46,5 % ab.  
 
Untersuchungen von Verkühlen (2005) zum Vorkommen und zur medizinischen 
Bedeutung von S. suis bei Wildschweinen in Nordwestdeutschland erbrachten bei 200 
beprobten Wildschweinen in 92,8 % einen kulturellen Nachweis von S. suis aus 
Tonsillen. Die Probenentnahme erfolgte Im Winter 2004/2005 auf 19 Jagden in 10 
Landkreisen, die bis auf einen alle in Niedersachsen lagen. 61 der untersuchten Tiere 
waren mit mehr als einem S. suis Serotyp infiziert, wobei unter den insgesamt 244 
Isolaten 22 verschiedene Genotypen nachgewiesen wurden. Die Prävalenz für den 
Serotypen 2 betrug 11 % und unterschied sich stark in den 13 untersuchten Regionen (0 
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– 58 %). In die Untersuchung gingen auch die Tonsillen von 22 Wildschweinen aus dem 
Forstamt Göhrde ein, die alle positiv auf S. suis, jedoch negativ auf den Serotyp 2, 
getestet wurden. Die von Verkühlen (2005) ermittelten Prävalenzen bestätigen die 
eigenen für α-hämolysierende Streptokokken ermittelten Werte in Niedersachsen. Hier 
betrugen die Prävalenzen im Revier Nummer 14/30 (Forstamt Göhrde) 83,3 % für die 
Jagdsaison 2004/2005 und 100 % für die Jagdsaison 2005/2006.  
 
Eine Aussage über die Pathogenität der im Rahmen dieser Dissertation isolierten α-
hämolysierenden Streptokokken ist kaum möglich. Die weite Erregerverbreitung spricht 
jedoch in der Mehrzahl der vorliegenden Fälle für die Zugehörigkeit des Erregers zur 
natürlichen Keimflora der Wildschweine, wie es auch von Hausschweinen her bekannt 
ist (Clifton-Hadley et al., 1986; Devriese et al., 1991; Robertson et al., 1991; Hogg et al., 
1996). Verkühlen (2005) geht davon aus, dass S. suis beim Wildschwein insbesondere 
in Verbindung mit prädisponierenden Faktoren als Krankheitserreger auftritt, wie im Fall 
der häufig beschriebenen Unterkühlung von Frischlingen oder bei Ko-Infektionen mit 
dem PRRSV oder Lungenwürmern. Die eigenen Untersuchungen ergaben keinen 
direkten Hinweis auf einen Zusammenhang zwischen dem gleichzeitigen Nachweis von 
α-hämolysierenden Streptokokken und dem PRRSV oder anderen Erregern. Anhand 
des Vergleiches von S. suis-Isolaten von Wild- und Hausschweinen zum Vorkommen 
Virulenz-assoziierter Gene kam der Autor zu der Vermutung, dass bei Hausschweinen 
durch die Methoden der modernen Schweineproduktion eine Selektion von hoch 
virulenten S. suis-Stämmen stattgefunden habe, die in Wildschweinpopulationen selten 
oder gar nicht vorkämen. 
 
In früheren serologischen Untersuchungen von Vicente et al. (2002) in Spanien konnten 
mittels Agarimmunodiffusionstest bei Wildschweinen keine Antikörper gegen S. suis 
Serotyp 1 und 2 nachgewiesen werden. Verkühlen (2005) gelang in Deutschland mit 
Hilfe eines allerdings nicht validierten ELISA der sichere Nachweis von S. suis 
Antikörpern bei 3 von 42 Wildschweinseren. 
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5.1.7 Pasteurella multocida 
 
P. multocida konnte in nahezu allen Revieren nachgewiesen werden, wobei im 
Vergleich zu den übrigen pneumopathogenen Bakterien ein abgeschwächteres 
Verbreitungsmuster vorlag. Die durchschnittliche Erregerprävalenz betrug 32,2 %, mit 
einem gehäuften Erregervorkommen in Thüringen, Nordrhein-Westfalen und Sachsen (≥ 
47,6 %). Die durchschnittliche Prävalenz der Bundesländer stieg während der beiden 
Untersuchungszeiträumen von insgesamt 14,9 % auf 46,5 % an. Die in nahezu allen 
untersuchten Bundesländern festgestellte Zunahme der Erregerhäufigkeit betraf v.a. 
Rheinland-Pfalz, Sachsen und Sachsen-Anhalt. Kaden et al. (2001) untersuchten in 
einer Wildschweinrotte in Mecklenburg-Vorpommern das Auftreten von respiratorischen 
Krankheitssymptomen bei den Frischlingen, von denen einige ebenfalls Deformationen 
des Gesichtsschädels aufwiesen. Bei einem zu Untersuchungszwecken getöteten 11 
Monate alten Frischling dieser Rotte wurden toxinbildende P. multocida vom Kapseltyp 
D isoliert und ein starker Befall mit Lungenwürmern festgestellt. Erwachsene Sauen 
erkranken in der Regel nur latent, scheiden den Erreger jedoch aus und können diesen 
somit auf die hochempfänglichen Frischlinge übertragen (Fritze 1983, 1986). Die 
Autoren vermuteten daher als Ursache der Infektion der Frischlinge eine 
Erregerübertragung durch die latent infizierten älteren Sauen aufgrund des engen 
Kontaktes in der Rotte bzw. durch den Kontakt mit Nasensekret und Speichel infizierter 
Tiere an Äsungs- oder künstlichen Futterstellen. Der starke Befall von Wildschweinen 
mit Lungen- und Spulwürmern könnte zudem eine Schwächung der Immunabwehr 
insbesondere der Frischlinge zur Folge haben und eine klinische Manifestation 
begünstigen. Kaden et al. (2001) sahen hinsichtlich des Krankheitsgeschehens keinen 
unmittelbaren Zusammenhang zu Hausschweinen als primäre Ansteckungsquelle.  
 
Im Rahmen der eigenen Untersuchungen wurden bei der Differenzierung zwischen 
toxinbildenden und nicht toxinbildenden P. multocida keine toxinbildenden Stämme 
nachgewiesen. Eine durch nicht toxinbildende P. multocida-Stämme ausgelöste 
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Erkrankung ist die Pneumonische Pasteurellose (Pijoan et al., 1983, 1984; Zhao et al., 
1992; Rubies et al., 2002; Davies et al., 2003), die als Sekundärinfektion im Anschluss 
an eine Infektion mit M. hyopneumoniae oder anderen bakteriellen oder viralen Erregern 
angesehen wird. Ein direkter Zusammenhang zwischen dem Vorkommen von P. 
multocida und anderen bakteriellen und viralen Krankheitserregern konnte in der 
vorliegenden Arbeit jedoch nicht festgestellt werden. Bei der Beurteilung der 
Pathogenität der isolierten Stämme muss weiterhin berücksichtigt werden, dass die 
palatinalen Tonsillen, die als Probenmaterial für die bakteriologischen Untersuchung 
herangezogen wurden, eine wichtige Lokalisation hinsichtlich der Beherbergung des 
Bakteriums auch bei gesunden Schweinen darstellen (Townsend et al., 2000). Somit ist 
eine Einschätzung der klinischen Bedeutung auf der Grundlage der vorliegenden 
Ergebnisse nicht möglich. 
 
Da bei Hausschweinen klinisch manifeste Erkrankungen einer P. multocida-Infektion 
meist im Zusammenhang mit einem erhöhten Keimdruck, z.B. infolge unzureichender 
Haltungsbedingungen, innerhalb einer Herde auftreten (Kielstein, 1987), ist eine 
Manifestation von Krankheitserscheinungen bei Wildschweinen am ehesten bei 
ungünstigen klimatischen Bedingungen, massivem Endoparasitenbefall oder andere 
Stresssituationen, wie in der Rauschezeit oder bei erhöhtem Jagddruck , zu erwarten.  
 
5.1.8 Bordetella bronchiseptica 
 
Ein Nachweis von B. bronchiseptica gelang nur in dem Revier Nummer 22 (Rheinland-
Pfalz) in der Jagdsaison 2005/2006 mit einer Häufigkeit von 9,1 %. Da es sich eigentlich 
um einen unter Schweinen weit verbreiteten Erreger handelt, ist das Ergebnis 
unverständlich und vermutlich auf eine Überwucherung durch andere Keime, wie sie bei 
der kulturellen Untersuchung von Feldproben häufig vorkommt (De Jong, 1999), 
zurückzuführen.  
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5.2 Gewebeverteilung 
 
Um einen Hinweis zum Infektionsstatus der Tiere zu bekommen, wurde mittels PCR die 
Erregerverteilung in den beprobten Geweben der als positiv identifizierten Wildschweine 
ermittelt.  
RNA des europäischen PRRSV wurde zu 95,2 % in Lungen- und zu 4,8 % in 
Tonsillenproben nachgewiesen, während die isolierte RNA des amerikanischen PRRSV 
zu 100 % aus Lungenproben stammte. Influenzavirus A-RNA wurde zu 81,8 % in 
Lungenproben und lediglich zu 18,2 % in Tonsillenproben nachgewiesen. Keines der 
positiven Wildschweine enthielt gleichzeitig in Lungen- und Tonsillengewebe Erreger-
RNA. Für beide Viren ist die Lunge ein Haupt-Replikationsort im Rahmen einer akuten 
Infektion (Ada & Jones, 1986; Labarque et al., 2000; Vanderheijden et al., 2003). 
Rowland et al. (2003) konnten zudem an kongenital PRRSV-infizierten Schweinen 
zeigen, dass in der Phase der akute Infektion das Virus aus allen lymphatischen und 
nicht lymphatischen Organen isoliert werden konnte, während sich die Virusreplikation 
in der anschließenden asymptomatischen Phase primär auf Tonsillen und Lymphknoten 
beschränkte. Da das PRRSV aber gleichzeitig in der Lage ist, eine latente Infektion in 
Lungenmakrophagen zu etablieren, ist eine Einschätzung des Infektionsstatus anhand 
der überwiegenden Erregerisolierung aus Lungengewebe schwierig. Hinsichtlich des 
Influenzavirus A kann bei den positiven Wildschweinen jedoch von einem akuten 
Krankheitsgeschehen ausgegangen werden.  
 
A. pleuropneumoniae-DNA konnte bei 81,2 % der APP-positiven Wildschweine 
ausschließlich aus Tonsillen und bei lediglich 6,5 % ausschließlich aus der Lunge isoliert 
werden. Dem entsprechend betrug die Nachweisrate für beide Gewebe gleichzeitig nur 
12,3 %. Der geringe Anteil an DNA-positiven Lungenproben spricht eindeutig gegen das 
Vorliegen einer akuten Pleuropneumonie, die in der Regel durch ausgeprägte 
pneumonische Veränderungen und entsprechender Kolonisation des Erregers im 
unteren Respirationstrakt gekennzeichnet ist (Bossé et al., 2002). Chronisch infizierte 
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Tiere beherbergen den Erreger hingegen häufig in ihren Tonsillen oder auch in 
nekrotischem Lungengewebe (Taylor, 1999). Die hohe Prävalenz an APP-DNA 
positiven Tonsillen bei den positiven Wildschweinen unterstreicht eindeutig den Carrier-
Status der Tiere und damit die Bedeutung des Wildschweins als Erregerreservoir für A. 
pleuropneumoniae.  
 
Für H. parasuis konnte mit 41,6 % HPS-DNA positiven Tonsillenproben und 6,3 % HPS-
DNA positiven Lungenproben ebenfalls eine Häufung der Erregerprävalenz in den 
Tonsillen festgestellt werden. Anders als bei APP wies jedoch über die Hälfte der 
positiven Wildschweine (52,2 %) HPS-DNA sowohl in Tonsillen als auch in der Lunge 
auf. Im Gegensatz zu A. pleuropneumoniae handelt es sich bei H. parasuis nicht um 
einen obligat pathogenen sondern um einen fakultativ pathogenen Erreger, der zum 
physiologischen Keimspektrum des oberen Respirationstraktes zählt (Kielstein et al., 
1994; Oliveira & Pijoan, 2004), und sowohl bei klinisch auffälligen als auch bei klinisch 
unauffälligen Schweinen in der BALF nachgewiesen werden konnte (Palzer et al., 
2005). Somit ist der Nachweis des Erregers aus Lungengewebe kein eindeutiger 
Hinweis auf eine akute Erkrankung.  
 
M. hyopneumoniae-DNA fand sich in ausgeglichenen Anteilen in Tonsillen- (20,1 %) und  
Lungengewebe (26,4 %). Bei 53,5 % der positiven Wildschweine konnte MHP-DNA aus 
Lungen- und Tonsillenproben isoliert werden. Der hohe Anteil an MHP-DNA-positiven 
Lungenproben zeigt, dass Infektionen mit M. hyopneumoniae bei Wildschweinen nicht 
selten vorkommen. Es stellt sich allerdings die Frage, in welchem klinischen Ausmaß 
diese Erkrankungen auftreten. Untersuchungen zur Virulenz von M. hyopneumoniae bei 
Hausschweinen konnten zeigen, dass eine recht hohe Variation hinsichtlich der 
Pathogenität einzelner Feldisolate vorzuliegen scheint (Ross, 1996; Vicca et al., 2002, 
2003), die vermutlich mit der Fähigkeit zur Adhärenz zusammen hängt (Minion et al., 
2000). Zudem sind die vorherrschenden Umweltbedingungen von großer Bedeutung für 
den Verlauf einer M. hyopneumoniae-Infektion. D.h. gute Umweltbedingungen führen in 
Schweinebetrieben meist zu subklinischen Krankheitsverläufen (Maes et al., 2000). 
Ungeachtet dessen, ist die Präsenz des Erregers in der Regel auch mit dem Auftreten 
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von Erkrankungen verbunden, insbesondere in der kritischen Übergangsphase von der 
passiven zur aktiven Immunität bei jungen Schweinen (Christensen et a., 1999). Und 
obwohl M. hyopneumoniae aus der BALF gesunder Schweine isoliert werden kann, 
kommt der Erreger im Vergleich signifikant häufiger bei an Pneumonie erkrankten 
Schweinen vor (Palzer, 2005). Somit muss M. hyopneumoniae auch bei Wildschweinen 
als potentieller Krankheitserreger eingeschätzt werden. 
 
5.3 Erregerinteraktionen 
 
Obwohl in verschiedenen Studien zur Erregerinteraktion bei Hauschweinen für viele 
Krankheitserreger synergistische Effekte bezüglich des Krankheitsverlaufs 
nachgewiesen wurden (siehe Kapitel 2.2), konnten im Rahmen der eigenen 
Untersuchungen keine signifikanten Assoziationen zwischen den untersuchten Viren 
und Bakterien festgestellt werden. 
  
5.4 Interaktion zwischen Wild- und Hausschweinen 
 
Im Rottenverband gelten Wildschweine als relativ standorttreu. Beunruhigungen 
während der Jagdsaison können jedoch zur Abwanderung in Gebiete mit geringerem 
Jagddruck führen, wobei in der Regel Distanzen von 5-10 km zurückgelegt werden. Bei 
Verlust der Rottenstruktur durch den Verlust der Leitbache und anderer adulter Bachen, 
sind Herdenbewegungen über Distanzen bis zu 50 km möglich. Im Allgemeinen stellt 
das Zurücklegen weiter Strecken jedoch eher eine Ausnahme dar. Dennoch kann das 
Umherstreifen der Tiere entscheidend zur Ausbreitung von Krankheitserregern 
beitragen (Heinritzi et al., 1999), was durch die starke Zunahme der Populationsdichte 
und der Verbreitung von Wildschweinen innerhalb Europas (Bieber & Ruf, 2005) noch 
verstärkt werden dürfte. Insbesondere bei Tierseuchen geht man davon aus, dass eine 
große Population zu einem lang anhaltenden Seuchengeschehen beiträgt (Mollison & 
Levin, 1995; Hudson et al., 2002). 
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Für verschiedene Erkrankungen wie beispielsweise die Klassische Schweinepest oder 
die Aujeszkyschen Krankheit ist die Reservoirfunktion von Wildschweinen in Bezug auf 
Hausschweine bekannt und mögliche Übertragungswege sind beschrieben. Im 
Gegensatz zu anderen Ländern findet in Deutschland nur selten ein direkter Kontakt 
zwischen Haus- und Wildschweinen statt, da der Großteil der Schweinebestände in 
geschlossenen Stallungen gehalten wird und Freilandhaltung kaum vorkommt. Ein 
weitaus größeres Risiko besteht daher in der indirekten Erregerverbreitung durch 
belebte und unbelebte Vektoren. Hinsichtlich der KSP und der AK erfolgt die Infektion 
von Wildschweinen durch Hausschweine meist durch den Kontakt mit infizierten 
Kadavern, Schlacht- und Küchenabfällen, oder aber durch den Kontakt mit 
Stallabprodukten (Gülle, Mist, Stallabgase, u.a.). Des Weiteren kommen Insekten, Vögel 
und Nager im Sinne belebter Vektoren für eine Erregerverschleppung in Frage (Dedek, 
1994; Kaden et al., 1999). Abhängig von den klimatischen Bedingungen kann zudem 
eine mehr oder weniger weite Erregerverbreitung mit dem Wind erfolgen (Terpstra, 
1987; Christensen et al., 1993; Dewulf et al., 2002a). Neben der Gefahr einer 
Erregerübertragung von Haus- auf Wildschweinpopulationen darf auf der anderen Seite 
nicht vergessen werden, dass infiziertes Schwarzwild ein temporäres Virusreservoir und 
damit auch ein potentielles Risiko für Hausschweinbestände darstellt (Dedek, 1994). 
Bezüglich der indirekten Erregerübertragung ist hier u.a. an kontaminierte Futtermittel 
und Einstreu, die Verfütterung von infizierten Wildbret-Abfällen und die 
Erregereinschleppung durch Insekten, andere Tiere und den Menschen zu denken 
(Kaden et al., 1999). 
 
Da bezüglich der untersuchten respiratorischen Krankheitserreger Erkenntnisse zu den 
Infektionswegen zwischen Haus- und Wildschweinen weitgehend fehlen, besteht 
lediglich die Möglichkeit, die für die KSP und die AK bekannten Übertragungswege mit 
den vorhandenen epidemiologischen Erkenntnissen dieser Erreger zu vergleichen. Die 
Epidemiologie der einzelnen Pathogene gibt Hinweise bezüglich der Frage nach der 
Erregerausbreitung zwischen Haus- und Wildschweinpopulationen. So ist eine 
Verbreitung mit dem Wind über mehrere Kilometer für PRRSV, Influenzavirus A, M. 
 105
hyopneumoniae und eingeschränkt auch für A. pleuropneumoniae beschrieben (Tofts, 
1986; Grosse Beilage et al., 1991; Komijn, 1991; Edwards et al., 1992; Blaha & Büker, 
1995; Fussing et al., 1998; Lager & Mengeling, 2000; Hege et al., 2002).  Des Weiteren 
konnte eine Übertragung durch belebte Vektoren wie Hausfliegen für PRRSV und S. 
suis (Denholm et al., 1985; Enright et al., 1987; Otake et al., 2003, 2004), Mosquitos 
und Stockenten für PRRSV (Zimmermann et al., 1997a; Otake et al., 2002b) und Mäuse 
für S. suis (Williams et al., 1988) nachgewiesen werden. S. suis ist zudem eine wichtige 
Kontaminante von Faeces, Staub und Wasser (Clifton-Hadley, 1986) und kann leicht 
durch kontaminierte Gegenstände übertragen werden (Dee & Corey, 1993), ebenso wie 
A. pleuropneumoniae und das PRRSV (Hunnemann & Oving, 1991; Fussing et al., 
1998;  Otake et al., 2002a). In Studien bezüglich der Überlebensdauer von PRRSV in 
der Umgebung von Schweinen konnte das Virus in Trinkwasser bis zu elf, in Gülle bis 
zu sieben Tage nachgewiesen werden (Pirtle & Beran, 1996; Dee et al., 2005). Der 
Einfluss der regionalen Schweinedichte auf die (Sero-) Prävalenz bestimmter 
Krankheitserreger in den Hausschweinbeständen der selben Region ist für Erreger wie 
PRRSV, Influenzavirus A, M. hyopneumoniae und A. pleuropneumoniae bekannt 
(Haesenbrouck & Pensaert, 1986; Elbers et al., 1990; Grosse Beilage et al., 1991; Stärk 
et al., 1992; Havenith, 1993; Geue, 1995; Done, 1996; Mortensen et al., 2002). Ein 
signifikanter Zusammenhang zwischen der regionalen Hausschweindichte und den 
Erregerprävalenzen der benachbarten Wildschweinpopulationen konnte in den eigenen 
Untersuchungen hingegen nicht nachgewiesen werden.  
 
Die vorliegenden Untersuchungen zeigen, dass Wildschweine zumindest für A. 
pleuropneumoniae als Erregerreservoir eingestuft werden müssen. Auch die hohen 
Prävalenzen bezüglich der übrigen bakteriellen respiratorischen Pathogen in 
Verbindung mit der Gewebeverteilung geben Hinweise auf eine mögliche 
Reservoirfunktion. Zur Bestätigung einer Erregerübertragung/-interaktion zwischen Wild- 
und Hausschweinen bedarf es in Zunkunft vergleichender molekularbiologischer 
Untersuchungen von Erregerisolaten aus beiden Tierpopulationen. 
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5.5 Sequenzierung ausgewählter PRRSV-Amplifikate 
 
Der direkte Homologie-Vergleich von 193 Basen des europäischen Wildschweinisolates 
mit der Sequenz des Lelystadvirus zeigte im Bereich von zwei Basen des ORF 1 eine 
Sequenzabweichung auf, die einer genetischen Übereinstimmung von 98,96 % 
entspricht. Eine ähnlich hohe Übereinstimmung von 96 % ergab sich aus dem Vergleich 
des MLV Impfvirus ´Ingelvac PRRS´ mit dem beim Wildschwein nachgewiesenen 
amerikanischen PRRSV auf der Grundlage von 50 Basen des ORF 1. Der Vergleich 
diente dazu, die Amplifikate als PRRSV-Sequenzen zu bestätigen. Zusätzlich wurden 
die Gensequenzen des europäischen und amerikanischen Amplifikates mit in der 
Gendatenbank veröffentlichten Hausschwein-Sequenzen des gleichen Genotyps 
verglichen. Während das europäische Wildschweinisolat die größte Übereinstimmung 
mit zwei niederländischen und einem thailändischen Isolat besaß, wies das 
Wildschweinisolat vom amerikanischen Genotyp die engste Verwandschaftsbeziehung 
mit einem chinesischen Isolat auf.  
 
In Hinblick auf die insgesamt hohe genetische Variabilität innerhalb europäischer und 
amerikanischer PRRSV-Genotypen (Magar et al., 1995; Kapur et al.,1996; Pirzadeh et 
al. 1998, Allende et al., 1999; Nelsen et al., 1999; Goldberg et al., 2000; Drew et 
al.,1997; Andreyev et al., 2000; Indik et al., 2000; Forsberg et al., 2001; Bignotti et al., 
2002; Forsberg et al., 2002; Schmoll et al., 2002; Stadejek et al., 2002, Pesch, 2003) 
erscheint die Sequenz-Homologie zwischen den oben genannten PRRSV-Stämmen 
überraschend hoch. Es ist allerdings zu beachten, dass sich der Homologie-Vergleich 
nur auf einen vergleichsweise kleinen Genombereich beschränkt. Die verwendeten 
Primer für die PRRSV-Multiplex-PCR und die nested PCR wurden in Anlehnung an auf 
der Grundlage des ORF 1b designed, der sowohl innerhalb als auch zwischen den 
PRRSV-Genotypen stärker konserviert ist als der von anderen Genen (Gilbert et al. 
1997; Yoon, 2001). Nach Gilbert et al. (1997) lag die Nukleotid-Homologie zwischen den 
untersuchten Genotypen bezogen auf den ORF 1 bei etwa 80 %. Im Gegensatz dazu 
weisen die übrigen ORFs, mit Ausnahme des ORF 6, zwischen europäischen und 
amerikanischen Isolaten lediglich eine Homologie von 55 - 70 % auf (Meng et al., 1995; 
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Morozov et al., 1995; Mardassi et al., 1994; Gagnon und Dea, 1998; Nelsen et al. 1999). 
Berücksichtigt man die Homologieunterschiede der einzelnen ORFs, würde die 
Sequenzübereinstimmung für das gesamte Genom der nachgewiesenen PRRSV-
Wildschweinisolate vermutlich niedriger ausfallen. Ein weiterer Punkt ist, dass bei den 
oben angeführten Studien die vergleichende Sequenzierung der ORFs ausschließlich 
bei PRRSV-Isolaten von Hausschweinen erfolgte. Geht man in 
Wildschweinpopulationen von einem vergleichsweise geringen Selektionsdruck mit 
gleichzeitig niedrigerer Mutationsrate aus, könnte dies eine weitere Erklärung für die 
hohe Sequenzhomologie sein. Das einzige Fallbeispiel eines direkten 
Erregernachweises in Italien bestätigt die eigenen Sequenzierungsergebnisse. Hier 
wurde im Oktober 2005 ein junges Wildschwein (35-40 kg) durch einen Wildunfall 
getötet. Obwohl die bei der Sektion festgestellten pathologischen Veränderungen 
ausschließlich traumatisch bedingt waren, wurde aus dem Lungengewebe ein PRRSV-
Stamm mit 6,5 % Sequenzunterschied zum Lelystadvirus isoliert. Die Sequenzanalyse 
bezog sich auf den Bereich des ORF 7 und die Autoren vermuteten, dass es sich um 
einen Wildtypstamm des PRRSV handeln müsse (Bonilauri et al., 2006). 
 
Der im Rahmen der eigenen Untersuchungen erbrachte Nachweis von amerikanischem 
PRRSV bei Wildschweinen ist bislang einzigartig. Die Frage nach der Herkunft des 
amerikanischen Genotyps innerhalb der Wildschweinpopulation könnte mit der 
Übertragung von Lebendimpfvirus aus Hausschweinbeständen in Verbindung stehen, 
zumal die Ausbreitung des Impfvirus innerhalb und zwischen einzelnen 
Hausschweinebeständen mehrfach beschrieben worden ist (Bøtner et al., 1997; 
Storgaard et al., 1999; Nielsen et al., 2002). Eine weitere Urspungserklärung für das 
amerikanische Wildschweinisolat ist die Existenz eines PRRSV-Wildtypstammes 
innerhalb der Wildschweinpopulation, der dem amerikanischen Genotyp sehr ähnlich 
wäre. Diese Möglichkeit lehnt sich an die Ursprungshypothese von Plagemann (2003) 
an, nach der eine Mutante des nah mit dem PRRSV verwandten Lactatdehydrogenase-
elevating-Virus (LDHV) von Mäusen Wildschweine in Zentraleuropa infiziert und sich in 
diesen weiter entwickelt haben soll, bevor es 1912 durch den Import infizierter 
Wildschweine nach Amerika gelangte. Demnach wäre das PRRSV ursprünglich bei 
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Wildschweinen vorgekommen, bevor es über diese in die Hausschweinbestände 
Amerikas und Europas eingetragen wurde. 
 
5.6 Einfluss der Methodik auf die Untersuchungsergebnisse 
 
Bei der Beurteilung von Untersuchungsergebnissen zum Erregernachweis sollte immer 
eine kritische Betrachtung der Methoden der Probenentnahme, des ausgewählten 
Probenmaterials, des Stichprobenumfangs und der Untersuchungsmethoden erfolgen. 
 
In der vorliegenden Arbeit ergeben sich bezüglich der Probenentnahme Unsicherheit 
aus den Abläufen bei der Bergung des Wildbrets und seiner Aufbereitung. Durch die 
Verwendung neuer Einweghandschuh und Entnahmematerialen für jedes beprobte Tier, 
kann eine Kontamination zwischen einzelnen untersuchten Tieren im Rahmen der 
Probenentnahme jedoch weitgehend ausgeschlossen werden.  
 
Da sich der Erregernachweis im Rahmen dieser Arbeit auf virale und bakterielle 
respiratorische Krankheitserreger bezog, wurden als Probenmaterialien Tonsillen und 
Lungengewebe ausgewählt. Beide Gewebe sind für den Nachweis der betrachteten 
Viren und Bakterien gut geeignet und werden entsprechend in der Routinediagnostik als 
Untersuchungsmaterial verwendet (Wöste, 2007). In Bezug auf die vergleichsweise 
geringe Gewebemenge je Proben, besteht allerdings die Möglichkeit, dass Erreger 
vereinzelt nicht erfasst und somit falsch negative Ergebnisse ermittelt wurden.   
 
Mit insgesamt 361 untersuchten Wildschweinen deutschlandweit ging eine 
verhältnismäßig große Anzahl an Proben in die Untersuchung ein. Durch die 
Auswertung dieser Proben konnte ein guter Überblick über das Vorkommen 
pneumopathogener Krankheitserreger in Deutschland gewonnen werden. Bei der 
Beurteilung der Erregerprävalenzen auf Bundeslandebene sollte allerdings beachtet 
werden, dass sich die Prävalenzen bereits auf Revierebene, je nach Populationsdichte 
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und vorherrschenden Umweltbedingungen, stark unterscheiden können. Die 
Übertragung regionaler Prävalenzen auf ein gesamtes Bundesland ist daher nur 
eingeschränkt möglich.  
 
Die meisten bislang an Wildschweinen durchgeführten Prävalenzstudien wurden als 
serologische Untersuchungen durch eine Untersuchung des Antikörpertiters zu einem 
bestimmten Zeitpunkt durchgeführt. Im Gegensatz zur PCR erlaubt diese Methode des 
indirekten Erregernachweises keine Aussage über das Vorliegen einer akuten Infektion 
bzw. das Vorhandensein des Erregers im Tier. Nur der Titeranstieg im Rahmen einer 
gepaarten Serumprobe spricht für einen akuten Prozess. Die Zeitspanne zwischen 
Infektion und Serokonversion ist dabei sehr variabel und abhängig vom Erreger, der 
nachgewiesenen Immunglobulinklasse, dem Testsystem und letztlich auch dem 
Einzeltier. Sie liegt für die untersuchten Pathogene zwischen einer bis mehreren 
Wochen (Piffer & Ross, 1984; Nielsen, 1988; Yoon et al., 1992; Sheldrake & Romalis, 
1992; Strasser et al., 1992; Brown et al., 1993; Joo et al., 1997). Bei der Untersuchung 
von Jungtieren kann die Erfassung von maternale Antikörpern durch das Testsystem zu 
falsch positiven Testergebnis führen (Corniglia et al., 2004).  
 
Im Gegensatz zur Serologie ermöglicht die PCR aufgrund Ihrer hohen Sensitivität einen 
frühen Erregernachweis, auch bei schwachen Infektionen ohne nennenswerte 
Immunreaktion, wie sie beispielsweise bei M. hyopneumoniae vorkommen können 
(Howard & Taylor, 1985). Daher erfolgte die Untersuchung der Proben in der 
vorliegenden Arbeit für die Mehrzahl der Pathogene mittels PCR. Lediglich der 
Nachweis von α-hämolysierenden Streptokokken, P. multocida und B. bronchiseptica 
wurde im Rahmen der Routinediagnostik des Institutes für Hygiene und 
Infektionskrankheiten der Tiere der Justus-Liebig-Universität Gießen durch einen 
kulturellen Erregernachweis geführt. Die PCR ist seit einigen Jahren eine gebräuchliche 
Methode für den direkten Erregernachweis und stellt eine hoch spezifische und hoch 
sensitive Methode dar, mit der auch geringe Genommengen detektiert werden können. 
Dies ist für den Nachweis von RNA-Viren wie dem Influenzavirus A und dem PRRSV 
von großem Wert, da ihre RNA schnell durch gewebeeigene Nukleasen abgebaut wird. 
 110
Die PCR bietet zudem den Vorteil, dass über den direkten Nachweis des viralen oder 
bakteriellen Genoms die Anwesenheit des Erregers festgestellt werden kann. Es muss 
jedoch berücksichtigt werden, dass der PCR-Nachweis nicht zwangsläufig mit dem 
Vorliegen eines noch infektiösen und somit vermehrungsfähigen Erregers 
gleichzusetzen ist (Suaréz et al., 2003).  
Der Zeitraum in dem das Immunsystem Viren oder Bakterien im Anschluss an eine 
Infektion eliminiert und in dem folglich ein direkter Erregernachweis möglich ist, kann je 
nach Erreger sehr unterschiedlich sein. So existiert z.B. für das Influenzavirus A mit 
einer Virusausscheidung über ein bis zwei Wochen p.i. (Choi et al., 2004) nur ein enges 
Nachweisfenster. Infektiöses PRRSV konnte aus Tonsillen maximal 157 Tage p.i. (Wills 
et al., 1997c) nachgewiesen werden und für A. pleuropneumoniae ist nach Überleben 
einer Infektion sogar eine dauerhafte Isolierung des Bakteriums aus Tonsillen und 
nekrotischem Lungengewebe von Keimträgern möglich (Henning, 1997; Taylor, 1999). 
Das Beispiel APP zeigt, dass eine qualitative PCR nicht immer eine Differenzierung 
zwischen Infektion und Erkrankung eines Tieres zulässt. Dies gilt insbesondere für 
fakultativ pathogene Keime (H. parasuis, P. multocida, B. bronchiseptica) und 
Sekundärerreger (α-hämolysierende Streptokokken), die auch aus der BALF gesunder 
Schweine regelmäßig isoliert werden können (Palzer et al., 2005).  
Ein Problem der PCR-Diagnostik ergibt sich aus der hohen genetischen Variabilität 
einiger Erreger, die entscheidenden Einfluss auf die Spezifität der eingesetzten Primer 
hat. Ein Beispiel dafür ist das PRRSV (Magar et al., 1995; Kapur et al.,1996; Drew et 
al.,1997;  Pirzadeh et al. 1998, Allende et al., 1999; Nelsen et al., 1999; Andreyev et al., 
2000;  Goldberg et al., 2000; Indik et al., 2000; Forsberg et al., 2001; Bignotti et al., 
2002; Forsberg et al., 2002; Schmoll et al., 2002; Stadejek et al., 2002, Pesch, 2003). 
Diese Schwachstelle kann durch die Auswahl möglichst hoch konservierter 
Sequenzabschnitte für die PCR kompensiert werden, um das Auftreten falsch negativer 
Befunde durch Mutationen weniger konservierter Genomabschnitte zu verhindern 
(Castrucci et al., 1993; Christopher-Hennings et al., 2003; Hanada et al., 2005). Zudem 
sollte eine ständige Kontrolle der verwendeten Primer gegenüber den aktuell 
zirkulierenden Feldisolaten erfolgen (Christopher-Hennings et al., 2003). 
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5.7 Schlussfolgerung 
 
Anhand der vorgestellten Ergebnissen lässt sich sagen, dass die ermittelten 
Prävalenzen eine unerwartet weite Verbreitung respiratorischer Krankheitserreger unter 
Wildschweinen belegen und somit die Bedeutung des Wildschweins als potentielles 
Erregerreservoir für Hausschweine untermauern. Auf der anderen Seite muss 
umgekehrt auch von einer Gefährdung der Wildschweinpopulation durch 
Hausschweinbestände ausgegangen werden. Die sowohl räumlich als auch zeitlich, d.h. 
saisonal, ausgeprägten Prävalenzunterschiede weisen auf den Einfluss verschiedenster 
Umweltfaktoren auf die Erregerverbreitung innerhalb der Wildschweinpopulation hin und 
könnten als Indikator für die epidemiologische Instabilität innerhalb der 
Wildschweinpopulationen dienen. Letztlich ist der Nachweis des amerikanischen 
PRRSV-Typs bei Wildschweinen als äußerst interessant zu bewerten, denn die Frage 
nach seine Herkunft schließt neben der Möglichkeit einer Impfvirusübertragung von 
Haus- auf Wildschweine insbesondere die Existenz eines dem amerikanischen Genotyp 
ähnlichen PRRSV-Wildtypstammes innerhalb der Wildschweinpopulation ein.  
 
Trotz der Menge an gewonnenen Informationen, bleiben am Ende Fragen offen. So 
erlaubt die unregelmäßige Erregerverteilung keine Aussage zu möglichen 
Erregerinteraktionen und auch die Frage nach den Übertragungswegen zwischen 
Hausschweinen und Wildschweinen bleibt letztlich ungeklärt. Es bedarf weiterer 
molekularbiologischer Untersuchungen wie vergleichende Sequenzierungen, um die 
Variabilität zwischen Wild- und Hausschweinsequenzen festzustellen und zu ermitteln, 
ob innerhalb der Wildpopulationen ein Bezug zwischen der Variabilität von 
Gensequenzen und der geographischen Zuordnung besteht. Die Durchführung einer 
quantitativen PCR-Methode im Sinne einer realtime PCR würde zudem helfen, die 
pathogene Bedeutung der Krankheitserreger besser einzuschätzen.  
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6. Zusammenfassung 
 
In Hinblick auf Infektionskrankheiten des Respirationstraktes bei Schweinen fand in den 
letzten Jahren, v.a. durch die Zunahme des Tierhandels und die regional zum Teil 
erheblich gestiegene Schweinedichte, eine weite Erregerverbreitung statt. Häufig 
handelt es sich um Mischinfektionen mit verschiedenen viralen und/oder bakteriellen 
pneumopathogenen Erregern, deren Interaktionen eine erhebliche Bedeutung bei der 
Entstehung respiratorischer Erkrankungen zugemessen wird. Serologische 
Untersuchungen bei Wildschweinen konnten zwar Antikörper gegen einige 
respiratorischen Krankheitserreger nachweisen, Berichte über direkte 
Erregerisolierungen oder gar klinische Erkrankungen sind hingegen auf Einzelfälle und 
einzelne Erreger beschränkt. Die Rolle des Wildschweins als Erregerreservoir für 
Erkrankungen wie z.B. die Aujeszkysche Krankheit oder Klassische Schweinepest ist 
sehr gut belegt. Ziel der vorliegenden Arbeit war, das Vorkommen verschiedener 
respiratorischer Krankheitserreger bei Wildschweinen bundesweit in einzelnen Revieren 
zu untersuchen und darüber hinaus Erkenntnisse über mögliche Erregerinteraktionen, 
die Rolle des Wildschweins als Erregerreservoir sowie über die Ausbreitungsrichtung 
und Übertragungswegen respiratorischer Krankheitserreger zwischen Haus- und 
Wildschweinen zu erlangen. 
 
Insgesamt 361 Wildschweine aus 33 Revieren wurden deutschlandweit auf das 
Vorkommen respiratorischer Krankheitserreger untersucht. Der Nachweis spezifischer 
Nukleinsäuren von PRRSV, Influenzavirus A, M. hyopneumoniae, A. pleuropneumoniae 
und H. parasuis erfolgte an 361 Lungen- und Tonsillenproben mittels PCR, während für 
α-hämolysierende Streptokokken, P. multocida und B. bronchiseptica an 302 
Tonsillenproben ein kultureller Erregernachweis durchgeführt wurde. Eine Überprüfung 
der angezüchteten P. multocida-Stämme auf die Fähigkeit der Toxinbildung wurde 
ebenfalls mittels PCR durchgeführt. Ein europäisches und ein amerikanisches PRRSV-
Amplifikat wurden sequenziert und auf der Basis der ORF 1 -Sequenz des Lelystadvirus 
und des MLV Impfvirus ´Ingelvac PRRS´ verglichen.  
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Zusammenfassend wurden für die Jagdsaison 2004/2005 und 2005/2006 folgende 
Nachweishäufigkeiten in Deutschland ermittelt: europäisches PRRSV 5,5 %, 
amerikanisches PRRSV 3,6 %, Influenzavirus A 6,4 %, M. hyopneumoniae 44,0 %, A. 
pleuropneumoniae 42,7 %, H. parasuis 73,7 %, α-hämolysierende Streptokokken 57,9 
%, P. multocida 32,2 % und B. bronchiseptica 0,3 %. Dabei zeigte sich eine 
ausgeprägte räumliche und zeitliche (d.h. saisonale) Inhomogenität der Ergebnisse. 
Prävalenzen für das europäische und das amerikanische PRRSV ergaben sich lediglich 
in der Jagdsaison 2004/2005, mit höheren Werten für die nördlichen Bundesländer 
Schleswig-Holstein, Mecklenburg-Vorpommern, Niedersachsen und Brandenburg und 
niedrigeren Werten für die südlichen Bundesländer Baden-Württemberg und das 
Saarland. Interessanterweise zeigte sich bezüglich der Influenzavirus A-positiven 
Reviere ein ähnliches Verbreitungsmuster wie für das PRRSV. Die viralen 
Krankheitserreger ausgeschlossen, zeichneten sich die Bundesländer Thüringen, 
Bayern, Schleswig-Holstein, Sachsen-Anhalt, Sachsen und Nordrhein-Westfalen durch 
insgesamt hohe Erregerprävalenzen aus, während die Prävalenzen im Saarland, in 
Hessen und Brandenburg für die Mehrzahl der untersuchten Bakterien auffällig niedrig 
ausfielen.  
 
RNA des europäischen PRRSV wurde in 95,2 %, die des amerikanischen PRRSV in 
100% der positiven Fälle aus Lungenproben nachgewiesen. Auch bezüglich des 
Schweineinfluenzavirus erfolgte die Isolierung der Erreger-RNA mit 81,8 % 
hauptsächlich aus Lungenproben. Dabei konnte bei keinem der PRRSV bzw. 
Influenzavirus A positiven Wildschweine in Lungen- und Tonsillengewebe gleichzeitig 
Nukleinsäure nachgewiesen werden. M. hyopneumoniae-DNA fand sich in 
ausgeglichenen Anteilen in Tonsillen- und Lungengewebe. In 53,5 % wurde MHP-DNA 
aus beiden Geweben gleichzeitig isoliert. Der Nachweis von A. pleuropneumoniae-DNA 
erfolgt mit 81,2 % fast ausschließlich aus den Tonsillen und unterstreicht die Bedeutung 
des Wildschweins als APP-Reservoir. Auch für H. parasuis konnte mit 41,6 % HPS-DNA 
positiven Tonsillenproben und 6,3 % HPS-DNA positiven Lungenproben eine stärkere 
Erreger-Präsenz in den Tonsillen festgestellt werden. Anders als bei APP wies jedoch 
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über die Hälfte der positiven Wildschweine (52,2 %) HPS-DNA sowohl in Tonsillen als 
auch in der Lunge auf. 
 
Der direkte Homologie-Vergleich von 193 Basen des europäischen Wildschweinisolates 
mit der Sequenz des Lelystadvirus zeigte im Bereich von zwei Basen des ORF 1 eine 
Sequenzabweichung im Sinne einer Punktmutation auf, was einer genetischen 
Übereinstimmung von 98,96 % entspricht. Eine ähnlich hohe Übereinstimmung von 96 
% ergab sich aus dem Vergleich des MLV Impfvirus ´Ingelvac PRRS´ mit dem beim 
Wildschwein nachgewiesenen amerikanischen PRRSV auf der Grundlage von 50 Basen 
des ORF 1. Die Abweichung beruhte auf zwei Punktmutationen. Beide Vergleiche 
dienten dazu, die Amplifikate als PRRSV-Sequenzen zu bestätigen und vergleichend 
einzuordnen. Der Nachweis des amerikanischen PRRSV bei Wildschweinen in Europa 
ist bislang einzigartig und wirft die Frage nach der Herkunft des Virus auf. Als mögliche 
Erklärung kommt neben der Übertragung von Lebendimpfvirus von Haus- auf 
Wildschweine auch die Existenz eines dem amerikanischen Genotyp ähnlichen PRRSV-
Wildtypstammes innerhalb der Wildschweinpopulation in Frage.  
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7. Summary 
 
With regard to respiratory tract infections in swine there has been a wide distribution of 
pathogens over the last years, in particular because of the increase of animal trade and 
local pig density. Frequently, respiratory diseases are caused by a mixed infection of 
different viral and/or bacterial agents, with pathogen interactions playing a significant 
role in the development of these diseases. Former serological studies on wild boars 
detected antibodies against some respiratory agents in these species, but reports on 
direct bacterial or viral isolation or even on clinical disease are restricted to individual 
cases and singular pathogens. The role of the wild boar as reservoir for certain 
pathogens e.g. for the causative agents of Aujeszky´s disease or classical swine fever is 
well known. The aim of this study was to evaluate the occurrence of different respiratory 
pathogens in wild boars in Germany and to obtain more information about possible 
pathogen interactions, the role of the wild boar as a pathogen reservoir and the way and 
direction of pathogen transmission between wild boars and domestic pigs. 
 
In total, 361 wild boar from 33 hunting grounds all over Germany were examined for the 
occurrence of respiratory pathogens. The detection of specific nucleic acids from 
PRRSV, Influenzavirus A, M. hyopneumoniae, A. pleuropneumoniae and H. parasuis 
was carried out on 361 lung and tonsillar samples using PCR, whereas 302 tonsillar 
samples were tested for α-haemolytic Streptococci, P. multocida and B. bronchiseptica 
by microbiological investigation. Furthermore cultured P. multocida isolates were 
checked for the ability of producing dermonecrotoxin by PCR as well. Both an American 
and European PRRSV-amplicon was sequenced and compared on basis of the ORF 1 
sequence of the Lelystadvirus and the MLV vaccine strain ´Ingelvac PRRS´. 
 
In summary, the following prevalences were determined in the hunting seasons 
2004/2005 and 2005/2006 in Germany: European PRRSV 5.5 %, American PRRSV 3.6 
%, Influenzavirus A 6.4 %, M. hyopneumoniae 44.0 %, A. pleuropneumoniae 42.7 %, H. 
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parasuis 73.7 %, α-haemolytic Streptococci 57.9 %, P. multocida 32.2 % und B. 
bronchiseptica 0.3 %. At the same time there was a distinct spatial and temporal 
inhomogeneity of results. Prevalences of the European and American PRRSV were only 
detected in the hunting season 2004/2005, with high values for the northern states 
Schleswig-Holstein, Mecklenburg-Western Pomerania, Lower Saxony and Brandenburg 
and low values for the southern states Baden-Wuerttemberg and Saarland. Interestingly, 
the Influenzavirus A positive hunting grounds showed a similar distribution pattern as 
seen for PRRSV. With disregard of the viral pathogens, overall prevalences in Thuringia, 
Bavaria, Schleswig-Holstein, Saxony-Anhalt, Saxony and North Rhine-Westphalia were 
higher-than-average, whereas Saarland, Hesse and Brandenburg were characterised by 
noticeable low prevalences for most of the examined bacteria.  
 
Ribonucleic acid of European PRRSV was detected in 95.2 % and American PRRSV in 
100 % of lung samples derived from positive wild boars. Also in the case of 
Influenzavirus A the RNA was primary detected in lung samples. In this case the 
prevalence was 81.8 %. Thereby none of the positive wild boars with European PRRSV, 
American PRRSV or Influenzavirus A simultaneously harboured RNA in lung and 
tonsillar tissue. M. hyopneumoniae DNA was found in balanced rates in lung and 
tonsillar samples. In 53.5 % MHP DNA was isolated from both tissues at the same time. 
The evidence of A. pleuropneumoniae DNA was almost solely restricted to tonsillar 
samples with a prevalence of 81.2 %, which confirms the meaning of the wild boar as a 
reservoir for this agent. With regard to H. parasuis there was also a much higher 
pathogen presence in tonsillar tissue (41.6 % HPS DNA) than in lung tissue (6.3 % HPS 
DNA). In contrast to A. pleuropneumoniae half of the positive wild boars (52.2 %) 
harboured H. parasuis DNA in tonsillar samples as well as in lung samples.  
 
The direct comparison of 193 bases of the European wild boar isolate with the sequence 
of Lelystadvirus showed a point mutation in the range of two bases belonging to the 
ORF 1 region. This correlates with a homology of 98.96 %. A similar high homology of 
96 % was found through comparison of the American wild boar strain with the MLV 
vaccine strain ´Ingelvac PRRS´ examining 50 bases of the ORF 1. The divergence was 
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due to two point mutations. Both comparisons were undertaken to confirm the PCR 
products as PRRSV sequences and to classify them in relation to other isolates. The 
detection of the American PRRSV strain among wild boar populations in Europe is 
unique and raises the question of its origin. Besides the transmission of a vaccine virus 
strain from domestic pigs to wild boars, the existence of an American-like wild typ 
PRRSV strain among wild boars is a possible alternative explanation. 
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9. Anhang 
 
9.1           Ansätze für verwendete Lösungen 
 
 
 
1 M DTT -Lösung 
Verwendete Chemikalien für 1 ml Lösung.: 
1 M DTT (Roth, Karlsruhe)                                 0,154 g 
DEPC Wasser (Fa. QIAGEN, Hilden)                   1000 µl     
             
 
 
TAE-Puffer für Agarose-Gelelektrophorese (50 fach) 
Verwendete Chemikalien: 
2 M Tris-Base (Roth, Karlsruhe)                        242,28 g 
1 M Essigsäure    (Roth, Karlsruhe)                   60,05 g 
50 mM EDTA  (Roth, Karlsruhe)                        18,61 g    
Aqua bidest.                                                       ad 1000 ml  
 
Einstellen mit 5N NaOH/ 1N HCL auf pH 8,3  
Autoklavieren und Lagerung bei +4 °C 
Zum Gebrauch 1/50 verdünnen 
 
 
 
Agarosegel, 2 % bzw. 3 % 
Verwendete Chemikalien für 100 ml Lösung: 
Agarose NEEO Ultra (Roth, Karlsruhe)              2 g bzw. 3 g 
Ethidiumbromid 1% (Roth, Karlsruhe)                5 µl 
TAE-Puffer (1fach)                                             ad 100 ml 
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